Wenn Tiere leiden - Einschätzung der Belastung bei Labormäusen by Arras, M
University of Zurich
Zurich Open Repository and Archive
Winterthurerstr. 190
CH-8057 Zurich
http://www.zora.uzh.ch
Year: 2008
Wenn Tiere leiden - Einschätzung der Belastung bei
Labormäusen
Arras, M
Arras, M. Wenn Tiere leiden - Einschätzung der Belastung bei Labormäusen. 2008, University of Zurich, Vetsuisse
Faculty.
Postprint available at:
http://www.zora.uzh.ch
Posted at the Zurich Open Repository and Archive, University of Zurich.
http://www.zora.uzh.ch
Originally published at:
University of Zurich, Vetsuisse Faculty, 2008.
Arras, M. Wenn Tiere leiden - Einschätzung der Belastung bei Labormäusen. 2008, University of Zurich, Vetsuisse
Faculty.
Postprint available at:
http://www.zora.uzh.ch
Posted at the Zurich Open Repository and Archive, University of Zurich.
http://www.zora.uzh.ch
Originally published at:
University of Zurich, Vetsuisse Faculty, 2008.
 
 
Institut für Labortierkunde 
Direktor: Prof. K. Bürki 
 
 
 
 
Wenn Tiere leiden - 
 
Einschätzung der Belastung 
bei Labormäusen 
 
 
Habilitationsschrift zur Erlangung der Venia legendi der Vetsuisse-Fakultät der 
Universität Zürich 
 
 
 
 
 
 
vorgelegt von 
 
Margarete Arras 
Dr. med. vet. 
Diplomate of the European College 
 of Laboratory Animal Medicine 
 
 
Zürich 2008 
 
 
Margarete Arras, 2008   
 
Abstract 
Belastung entsteht durch Schmerzen, Leiden, Schäden, schwere Angst oder erhebliche Beeinträchtigung 
des Allgemeinbefindens. Bei Labormäusen ist Belastung oft nicht erkennbar, insbesondere wenn es sich 
um leichte und mittlere Schweregrade handelt. Ziel der vorliegenden Untersuchungen war der Nachweis 
und die Einschätzung von Belastung bei Labormäusen in ausgewählten, häufig vorkommenden Situati-
onen von Haltung und Versuch.  
In sechs Studien (5 veröffentlicht, 1 eingereicht) wurden telemetrische Messungen von Herzfrequenz, 
Herzfrequenzvariabilität, Körperinnentemperatur und lokomotorischer Aktivität über mehrere Stunden 
oder Tage durchgeführt. Die Echtzeitaufzeichnungen wurden selektiv durch Körpergewichtskurven, Fut-
terverzehr, Wasseraufnahme, pathologische Untersuchungen und Verhaltensbeobachtungen ergänzt.  
Zunächst wurden Haltungsformen für adulte, männliche Mäuse, die oft aggressiv gegenüber Ge-
schlechtsgenossen sind, untersucht. In den ersten Aufzeichnungen (Anhang 1) wurden Unterschiede bei 
Einzelhaltung im Vergleich zur Haltung als Paar mit einem Weibchen, nachgewiesen. Im zweiten Projekt 
(Anhang 2) zeigte der sensorische Kontakt (Trenngitter-Haltung) eines Männchens mit einem Weibchen 
gleichartige Abweichungen. Die Trenngitter-Haltung von zwei Männchen wurde aufgrund der starken 
und permanenten Erhöhung aller Messparameter, insbesondere der Herzfrequenz, als schwer belastend 
eingeschätzt.  
In der dritten und vierten Studie wurden Methoden zur Gewinnung von Zellen für die Genotypisierung 
von genetisch modifizierten Mäusen verglichen. Es zeigte sich, dass alle Biopsiemethoden (Abschneiden 
der Schwanzspitze, Ohrlochung, Entnahme von Speichel, Rektumepithel, Haaren) nur kurze Reaktionen 
auslösen (Anhang 4). Durch einfache Kurzzeit-Inhalationsanaesthesien mit Aether oder Methoxyfluran 
kann die - an sich schon geringe - Belastung nicht reduziert werden (Anhang 3).  
Im fünften Projekt (Anhang 5) wurde aufgrund von Herzfrequenz und Herzfrequenzvariabilität demonst-
riert, dass post-operative Schmerzen nur für 24 Stunden nach Laparotomie bestehen. Darüber hinaus 
wurde die Effizienz von zwei Schmerzbehandlungsprotokollen bestätigt. Bei den Mäusen konnten durch 
Beobachtung des spontanen und provozierten Verhaltens und der äusseren Erscheinung keine Anzei-
chen von Schmerzen festgestellt werden. Dagegen bestätigten Aufzeichnungen des Nestbaus und der 
Strukturierung des Käfigareals die telemetrischen Daten.  
Im sechsten Projekt (Anhang 6) wurde die Belastung während Immunisierung mit Freunds Adjuvant im 
Vergleich zu einem alternativen Immunisierungsprotokoll beurteilt. Während das alternative Verfahren 
keine Abweichungen auslöste, kam es nach intraperitonealer Injektion von Freunds Adjuvant während 
1-3 Tagen zu Veränderungen der telemetrisch gemessenen Parameter, die auf mittlere Belastung hin-
weisen. Diese Symptome konnten durch Schmerzbehandlung nicht wesentlich beeinflusst werden und 
wurden durch histologische Befunde untermauert.  
Die Herzfrequenz in Kombination mit der Herzfrequenzvariabilität weist auf Aktivierung des Sympathi-
kus und seiner Reaktion auf Stressoren hin. Um den Verlauf von telemetrischen Messungen den spezifi-
schen Eingriffen zuschreiben zu können, müssen streng standardisierte Bedingungen und der Aus-
schluss äusserer Einwirkungen sicher gestellt sein. Unter diesen Voraussetzungen sind die aufwändigen 
Untersuchungsmethoden geeignet, die Belastung von Labormäusen in Haltung und Versuchen zu beur-
teilen.  
Zukünftige Studien bauen auf den Verhaltensänderungen nach Laparotomie auf. Die Validierung von 
Verhaltensmustern wie Nestbau kann mit den bisherigen Erkenntnissen korreliert werden. Derartige 
Verhaltensabweichungen können mit einfachen Mitteln im Heimkäfig detektiert werden und könnten im 
Alltag einfach zu erfassende Hinweise auf Belastung geben.  
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Einführung: Überblick und Problemstellung 
 
Versuchstiere und Veterinärmedi-
zin: aktuelle Situation, Trends, 
Probleme 
Weltweiter Einsatz von Versuchstieren 
Weltweit werden jährlich 75 bis 100 Millionen 
Wirbeltiere als Versuchstiere an Universitäten 
und in der Industrie eingesetzt (Tabelle 1). Da-
von werden 70% für biomedizinische For-
schung, d.h. für die Erforschung von Krank-
heitsursachen, Therapiemöglichkeiten und Me-
dikamenten verwendet. Für die Entwicklung 
und Testung von Impfstoffen oder Toxizitätsbe-
urteilung werden 30% eingesetzt.  
Den grössten Anteil haben Mäuse und Ratten 
mit 77%, gefolgt von Vögeln mit 10% und 
Fischen mit 7%. Dagegen stellen Meerschwein-
chen und Kaninchen zusammen nur 3% aller 
Versuchstiere. Auch alle anderen Spezies, wie 
beispielsweise Hamster, Nutztiere (Schafe, Zie-
gen, Schweine, Rinder, Pferde), Hunde, Katzen, 
Primaten, Wildtiere oder Exoten haben zusam-
men genommen nur einen Anteil von 3% [1, 
2].  
Die weltweiten Versuchstierzahlen sind seit 
dem Höchststand in den 1970er Jahren stark 
gesunken und haben Mitte der 1990er Jahre 
den tiefsten Stand erreichten. Seit Ende der 
1990er Jahre ist die Tendenz leicht zunehmend 
[1]. Diese wird sich aufgrund der Bedeutung 
von genetisch modifizierten Mäusen, den Vor-
aussagen zufolge, weiter fortsetzen [2, 3].  
Die Zahlen können nicht exakt festgestellt wer-
den da die gesetzlichen Regelungen in den 
verschiedenen Ländern unterschiedlich sind [3]. 
Beispielsweise werden anscheinend in den USA 
die Zahlen der in Versuchen verwendeten Mäu-
se, Ratten und Vögel nicht unter einer offiziel-
len Bewilligung registriert [2], so dass die Zahl 
der tatsächlich weltweit eingesetzten Tiere pro 
Jahr vermutlich deutlich höher liegt.  
Situation der Versuchstiere in der 
Schweiz 
In der Schweiz werden die in Versuchen einge-
setzten Tiere jedes Jahr den Kantonalen Veteri-
närämtern in Zwischenberichten gemeldet und 
dann als Statistik vom Bundesamt für Veteri-
närwesen (BVET) veröffentlicht (www.bvet.ch). 
In den 2'953 Tierversuchsbewilligungen, die in 
2006 gültig waren wurden demnach 713'189 
Säugetiere, Vögel und Fische sowie 2’813 Am-
phibien, Reptilien und Wirbellose eingesetzt 
(Tabelle 1). 
 
 
Tierart Weltweit [2] Europa England 
Deutschland 
2006 
(www.bmelv.de) 
Schweiz 
2006 
(www.bvet.ch)
Maus 33  - 44 Mio. 432'933
Ratte 24.75 - 33 Mio. 152'309
Meerschweinchen 1.5 - 2 Mio. 4'659
Kaninchen 0.75 - 1 Mio. 5'845
Diverse Säugetiere 2.25 - 3 Mio. 23'653
Vögel 7.5 - 10 Mio. 61'182
Fische 5.25 - 7 Mio. 
      
32'608
Total 75 - 100 Mio. 10.7 Mio. 3 Mio. 2.5 Mio. 713'189
Tabelle 1:  Überblick: Tiere / Jahr in Versuchen 
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Dabei wird jedes Tier retrospektiv entsprechend 
der Belastung, d.h. dem Ausmass und der Dau-
er von Schmerzen und Leiden, die es im Ver-
such erlitten hat, in Schweregrade eingestuft. In 
2006 waren 34% aller Tiere in Versuchen ohne 
Belastung (Schweregrad 0); ihnen wurden keine 
Eingriffe oder Handlungen zugefügt, die 
Schmerzen, Leiden, Schäden, schwere Angst 
oder erhebliche Beeinträchtigung des Allge-
meinbefindens verursachten. Einer leichten 
Belastung (Schweregrad 1) wurden 46% aus-
gesetzt. Dagegen wurden 17% mittlerer Belas-
tung unterworfen (Schweregrad 2), dabei han-
delt es sich beispielsweise um chirurgische Ein-
griffe oder Experimente, die länger dauernde 
oder wiederholte, schmerzhafte oder Angst 
auslösende Manipulationen der Tiere beinhal-
ten. Im höchst-möglichen Schweregrad 3, d.h in 
schwerer Belastung, sind nur 2.4% eingestuft 
(Bundesamt für Veterinärwesen, http://www.tv-
statistik.bvet.admin.ch).  
Dagegen war der Anteil erheblich belasteter 
Versuchstiere in Europa mit 20% der Tiere in 
schwerer Belastung und 30% in mittlerer Belas-
tung wesentlich höher (entsprechend insgesamt 
etwa 5 Millionen Tiere mit mittlerer und schwe-
rer Belastung pro Jahr) [2]. Im Vergleich mit 
Europa würden demzufolge in der Schweiz 
weniger belastende Tierversuche durchgeführt.  
In der Schweiz, wie auch in anderen Ländern, 
sind in der veröffentlichten Statistik der Tierzah-
len nur die in Versuchen tatsächlich eingesetz-
ten Tiere enthalten. Die wesentlich höhere Zahl 
der in den Versuchstiereinrichtungen gehalte-
nen und getöteten Labortiere wird gegenüber 
den Behörden in den jährlichen Zwischenbe-
richten nicht angezeigt, da die Reservehaltung 
sowie die Zucht und damit verbundene Mass-
nahmen bisher nicht als Tierversuch bewilligt 
werden müssen. Somit sind auch Eingriffe, die 
als Zuchtmassnahmen angesehen werden (z.B. 
hygienische Sanierung durch Embryotransfer, in 
vitro Fertilisierung, Biopsien für Genotypisie-
rung) in der Statistik nicht enthalten. Sie sind in 
der vorgeschriebenen internen Dokumentation 
der Tierbestände festgehalten, die anhand der 
Zugänge (z.B. durch Zucht, Kauf, Import) und 
Abgänge (z.B. durch Tod, Export) von den Ver-
suchstierhaltungen als sogenannte Tierbestan-
deskontrolle geführt wird. Diese wird mit unter-
schiedlichen Methoden (Excel Dateien, Access 
Datenbanken, u. a.) umgesetzt, wobei in eini-
gen Einrichtungen jede einzelne Forschergruppe 
ihre Tierzahlen in Eigenverantwortung, eventu-
ell handschriftlich, notiert und archiviert.  
Versuchstierhaltungen an der Universität 
Zürich 
Auch an der Universität Zürich sind derzeit noch 
nicht alle Versuchstierhaltungen der zentralen 
Datenbank angeschlossen, die es den For-
schenden (d.h. den Tierbesitzern) ermöglicht, 
sowohl die in Versuchen eingesetzten Tiere als 
auch die Tierbestandeskontrolle zu verwalten. 
In der Tierdatenbank der Universität (iRATS) 
sind infolgedessen nur ungefähr 2/3 der Tiere, 
die zu Forschungszwecken und Lehre gehalten 
werden dokumentiert. In iRATS werden jedes 
Jahr über 200'000 Versuchstiere registriert 
(Tabelle 2). Rechnet man die noch nicht zentral 
erfassten Tiere hinzu, kommt man allein bei der 
Universität Zürich auf weit über 300'000 Ver-
suchstiere, die pro Jahr gehalten werden. Dieser 
Zahl stehen die 95'330 Tiere gegenüber, die 
beispielsweise in 2006 im gesamten Kanton 
Zürich tatsächlich in Versuchen eingesetzt wur-
den (laut BVET Statistik 2006, www.bvet.ch ).  
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  Tierart 
iRATS Report, 
(01.01.2007-
31.12.2007) 
Ausserhalb 
iRATS (ge-
schätzt) 
Maus 211'272 100'000
Ratte 9'105 1'000
Hamster 14  
Gerbil 293  
Nager 
Meerschweinchen 10  
Kaninchen 154  
Katze 34  
Schwein, Mini pig 32  
Schaf 16  
Ziege 11  
andere Säugetiere 
Primaten (Macaca mulatta) 9 70
Vögel (Zebrafink, Mövchen); geschätzt, da erfasst als Anzahl 
Volieren 200  
Krallenfrosch (Xenopus laevis); geschätzt, da erfasst in Anzahl 
Tanks 
100 50
Nicht-Säugetiere 
Zebrafisch [Anzahl Tanks mit 1, 2 or 5 L] 300  
 Total 221'550 101'120
Tabelle 2:  Versuchstiere in Haltung und Versuchen am Standort Zürich:  
Überblick anhand von Daten und Schätzungen 
 
Mäuse im Trend 
Die zentrale Tierbestandeskontrolle zeigt, dass 
es sich beim Grossteil (nach iRATS 95%) der für 
biomedizinische Forschung an der Universität 
Zürich gehaltenen Versuchstiere um Mäuse 
handelt (Tabelle 2; nicht eingeschlossen oder 
geschätzt sind circa 1/3 der Versuchstierhaltun-
gen sowie Tiere für Lehre und Forschung am 
Tierspital und Tierhaltungen für Verhaltensbio-
logie, Anthropologie, u. a.). Dies entspricht 
dem allgemeinen Trend - Mäuse stellen derzeit 
in der Schweiz 60% der in Versuchen einge-
setzten Tiere (Bundesamt für Veterinärwesen, 
http://www.tv-statistik.bvet.admin.ch). 
Die Gründe für die bevorzugte Verwendung von 
Mäusen liegen in den Vorteilen, die diese sehr 
kleine Säugerspezies bietet: relativ günstige 
Haltungsbedingungen bezüglich Raum und 
Kosten sowie kurzes Generationsintervall und 
hohe Reproduktionsfähigkeit.  
Der grösste Vorteil liegt jedoch in den hoch-
entwickelten Möglichkeiten, Veränderungen 
des Genoms in Mäusen zu erzeugen. Bereits in 
den 1990er Jahren wurden in der Schweiz etwa 
5000 verschiedene genetisch modifizierte 
Mausstämme registriert (Zahlen nach Veröffent-
lichungen des BVET). Aktuell sind an der Uni-
versität Zürich ungefähr 2/3 der Mäuse gene-
tisch modifizierte Tiere, die weit über 1000 
verschiedenen Stämmen angehören. Das ver-
bliebene Drittel gehört genetisch definierten, 
bekannten Inzucht- oder Auszuchtstämmen an 
oder ist als Wildtyp mit gemischtem geneti-
schem Hintergrund genotypisiert. Eine starke 
Zunahme von genetisch modifizierten Mäusen 
zeigt auch eine Publikation aus 2005: während 
1990 in weniger als 1000 medline-anerkannten 
Publikationen genetisch veränderte Tiere ver-
wendet wurden, waren es 2003 etwa 6000 [3].  
Mäuse in der Zucht und Haltung 
Eine genetische Modifikation kann mit ver-
schiedenen Methoden (Abbildung 1) erzeugt 
werden, wobei die Methoden immer weiter 
verfeinert werden (z. B. organspezifisch oder 
induzierbare Systeme). Die genetisch veränder-
ten Tiere werden als Stämme (oder Linien) 
etabliert, wobei häufig ausgefeilte Zuchtsyste-
me angewendet werden, bei denen es oft un-
vermeidlich ist, dass eine grosse Anzahl von 
Tieren erzeugt wird, die nicht zur Weiterzucht 
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oder in Versuchen verwendet werden können 
(z. B. Rückzüchtung auf reinen genetischen 
Hintergrund, Erstellung von Mehrfachmutan-
ten). Die genetisch modifizierten Stämme wer-
den in den Tierhaltungen gezüchtet, in denen 
der Bedarf für das spezielle Modell besteht, d.h. 
die Experimentatoren vermehren Mäuse um sie 
später in Versuchen einzusetzen.  
 
 
Abb. 1: Häufige Methoden zur Erzeugung 
genetisch modifizierter Mäuse 
 
Viele der Stämme, die in einer Tierhaltung ge-
züchtet werden sind nicht vor Ort in einem 
spezialisierten Labor der lokalen Forschungsein-
richtungen generiert worden, sondern wurden 
als Einzeltiere zur Weiterzucht importiert. Da-
durch ist ständig ein reger Austausch von gene-
tisch modifizierten Stämmen rund um den Glo-
bus im Gang. Für den Transfer von Zuchttieren 
sind Dokumente erforderlich, die unter anderem 
eine ständige Gesundheitsüberwachung der 
Mausbestände respektive der hygienischen 
Einheiten nach internationalen Richtlinien er-
fordert.  
Die Zucht von genetisch modifizierten Mäusen 
nimmt daher einen Grossteil der Haltungskapa-
zität in Versuchstierhaltungen ein. Die starke 
Zunahme der Mauszuchten hat an vielen nam-
haften Universitäten in USA und Europa zu 
Platznot und Überfüllung in den Tierhaltungen 
sowie zu erhöhten Kosten für die Forschung 
insgesamt geführt [4, 5] . Aufgrund der gros-
sen, oftmals durch Inzuchtdepression oder im-
munologische Defizite gegenüber Infektionen 
und Umweltbedingungen empfindlichen Be-
stände, werden Mäuse häufig unter spezifiziert 
pathogen freien Bedingungen gehalten. Die 
wertvollen Kernzuchten der genetisch modifi-
zierten Stämme werden in der Regel durch 
Barrierenhaltung oder Auslagerung in Zuchtbe-
reiche räumlich von den Haltungen für die Tiere 
in den Versuchen und den Labors getrennt. Die 
reinen Zuchthaltungen werden meistens mit 
keimfreien Tieren aufgebaut, wobei die gene-
tisch modifizierten Stämme nur über hygieni-
sche Sanierung mittels Embryotransfer einge-
bracht werden. Ein Labor für Embryotransfer 
mit entsprechenden Hygienevoraussetzungen 
(z.B. Quarantäne, Isolatoren) für die Haltung 
von Spendertieren, Ammenmüttern und vasek-
tomierten Männchen ist deshalb häufig den 
grösseren Versuchstierhaltungen angegliedert. 
Insgesamt ist der Aufwand für Barrierenhal-
tung, Gesundheitsüberwachung und die Kon-
trolle des Tierverkehrs beträchtlich.  
Mäuse im Versuch 
Anhand der Analyse (Phänotypisierung) der 
genetisch veränderten Tiere kann die Funktion 
einzelner Gene und ihre Bedeutung für den 
Organismus erforscht werden. Genetisch modi-
fizierte Mäuse werden auf morphologische 
Veränderungen (z.B. durch Histologie) oder 
durch Beobachtung von pathognomonischen 
Anzeichen (z.B. Auftreten von Lähmungen) 
untersucht. In den letzten Jahren werden sie 
vermehrt auch in Experimenten eingesetzt (z.B. 
Organtransplantation, Induktion von Myokard-
infarkt). Mit Versuchen, die die Bedingungen 
beim Menschen widerspiegeln, können Krank-
heitsursachen aufgedeckt und der Nutzen von 
Therapiemöglichkeiten überprüft werden. So 
wurden viele komplexe Modelle, die ursprüng-
lich an grösseren Tierarten (Hund, Schwein, 
Kaninchen, Ratte) verbreitet waren, nunmehr 
auf Mäuse übertragen. Die Probleme, die sich 
aufgrund des kleinen Organismus stellen, wer-
den durch die Weiterentwicklung von Metho-
den (Mikrochirurgie, Anaesthesiologie, u. a.) 
überwunden. Beispielsweise gehören chroni-
sche kardiologische Modelle, die Intubation 
und Thorakotomie der Maus erfordern längst 
Margarete Arras, 2008 Versuchstiere und Veterinärmedizin: aktuelle Situation, Trends, Probleme  
11 
zum Standard [6]. Weitere Beispiele sind Leber-
transplantationen [7, 8] und Lungentransplan-
tationen [9], die erst in den letzten Jahren etab-
liert wurden.  
Der Einsatz von Mäusen in anspruchvollen und 
invasiven Versuchen spiegelt sich in der jährli-
chen Statistik des BVET wieder. In 2006 wur-
den in mittlerer Belastung 86'827 Mäuse ge-
genüber 38'019 Individuen aller anderen Tier-
arten eingesetzt. Dies entspricht 20% der ins-
gesamt eingesetzten Mäuse, wohingegen nur 
13% aller anderen Tiere im Schweregrad 2 
eingesetzt wurden. Ohne Belastung waren nur 
34% der Mäuse in Versuchen, dagegen waren 
50% aller anderen, in Versuchen eingesetzten 
Tiere, im entsprechenden Schweregrad 0.  
Durch die aufwändigen und langwierigen Ver-
suche kommt der Maus grössere Bedeutung im 
Forschungsprojekt zu als dies bei einfachen 
(klinischen, pathologischen) Untersuchungen 
und Beobachtungen der Fall ist. Dem Verlust 
des Individuums wird durch optimierte Abläufe 
und gezielte Überwachung und Behandlung 
(z.B. post-operative intensive care) entgegen 
gewirkt. Insgesamt hat somit die Bedeutung 
der einzelnen Maus im Versuch während der 
letzten Jahre zugenommen und die Bereitschaft 
der Forschenden, grossen Aufwand in das Indi-
viduum zu investieren, hat sich erhöht.  
Belastung durch genetische Modifikation 
Die genetische Modifikation kann zu einem 
Phänotyp führen, der für das Tier belastend ist. 
Es ist relativ selten, dass es einerseits nicht 
bereits in frühem Stadium der Embryogenese 
zum Absterben des Fetus kommt und anderer-
seits die tatsächlich geborenen Tiere mit einer 
mehr oder minder schweren Beeinträchtigung 
überleben. Um derartige Belastungen zu erken-
nen müssen alle genetisch veränderten Stämme 
bei den zuständigen Kantonalen Veterinäräm-
tern gemeldet und in einem Datenblatt be-
schrieben werden. Von Seiten der Behörden 
werden dann Massnahmen zur Minderung oder 
Vermeidung der Belastung vorgeschrieben oder 
Abbruchkriterien festgelegt. Dabei ist häufig 
unklar, ob aufgrund von offensichtlichen Sym-
ptomen eine tatsächliche Belastung besteht, 
beispielsweise bei Wachstumsverzögerung (Ab-
bildung 2), Blindheit, Reproduktionsdefiziten, 
zentralnervösen Symptomen oder Lähmungen, 
die per se keine Schmerzen verursachen. Da das 
Ziel der für diese Stämme geforderten Überwa-
chung (d.h. regelmässigen Kontrolle der Tiere) 
eine Reduktion der Belastung sein sollte, ist es 
in solchen Fällen äusserst schwierig, die Sym-
ptome zu bewerten und zu gewichten. Die Ge-
wichtung der Symptome im Hinblick auf 
Schmerzen und Leiden (z.B. in sogenannte sco-
res), sollte jedoch die Basis sein um konkreten 
Massnahmen zu Belastungsminderung oder zu 
Abbruchkriterien (d.h. zur Tötung des Tieres um 
unnötige Leiden und Schmerzen zu vermeiden), 
fest zu legen. Somit ist es schwierig, besonders 
bei durch genetische Modifikation bedingten 
Symptomen, eine sinnvolle und zielgerichtete 
Überwachung und Behandlung zu implementie-
ren.  
 
Abb. 2: Phänotyp bei cFos knock out: das 
homozygote Jungtier ist im Wachstum 
gegenüber dem Wurfgeschwister zu-
rück geblieben, es entwickelt keine 
Zähne und ist deshalb auf pulverför-
miges Futter angewiesen 
 
Embryotransfer ist eine Basistechnik sowohl für 
die Generierung und reproduktionsbiologische 
Bearbeitung (in vitro Fertilisierung, ICSI, Revita-
lisierung) von genetisch modifizierten Mäusen 
als auch für die hygienische Sanierung von 
infizierten Stämmen oder Beständen. Dafür 
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werden einerseits Spendertiere nach Superovu-
lation getötet um Embryonen zu gewinnen. 
Andererseits werden Ammenmütter rekrutiert, 
indem Weibchen mit vasektomierten Männchen 
verpaart werden. Im Falle der erfolgreichen 
Verpaarung, die anhand des Vaginalpropfes 
erkennbar ist, werden die genetisch modifizier-
ten Embryonen in die pseudo-trächtigen Am-
menmütter transferiert. Für Embryotransfer ist 
eine Eröffnung der Bauchhöhle erforderlich 
(Abbildung 1). Vasektomie wird klassisch mit-
tels Laparotomie vorgenommen [10], kann aber 
auch durch Eröffnen des Skrotums durchgeführt 
werden [11]. Die Männchen sind nach Vasek-
tomie und nachdem die tatsächliche Infertilität 
bei gutem Deckergebnis überprüft wurde, für 
circa ein Jahr im Einsatz. An der Universität 
Zürich wurden in 2007 etwa 100 Männchen 
vasektomiert. Embryotransfers werden laufend 
durchgeführt; da die Ammenmütter nur einen 
Wurf austragen und aufziehen werden jedes 
Jahr bei circa 400 Weibchen Embryonen trans-
feriert. Zusammengefasst werden Bestände von 
Mäusen gehalten, die nicht in Versuchen einge-
setzt werden, bei denen aber chirurgische Ein-
griffe durchgeführt werden um genetisch modi-
fizierte Stämme zu sanieren.  
Die Labormaus als Patient 
Die Bedeutung der Veterinärmedizin für die 
Betreuung der Versuchstierbestände wird nicht 
nur durch die inzwischen wieder ansteigende 
Anzahl Versuchstiere und die speziellen Hal-
tungsanforderungen bedingt, sondern auch 
durch den Einsatz komplexer Modelle, die das 
Einzeltier in den Mittelpunkt stellen und auch 
einer einzelnen Maus zu einem hohen Wert 
verhelfen. Ein weiterer wichtiger Aspekt ist der 
immer stärker werdende Einfluss der Öffentlich-
keit, die aus moralischen und ethischen Grün-
den nicht nur die Rechtfertigung der Versuche 
im Sinne der gesetzlich geforderten Güterab-
wägung (Nutzen für den Menschen vs. Schäden 
und Leiden für dasVersuchstier), sondern auch 
die tierartgerechte Haltung und optimierte Be-
handlung der Versuchstiere fordert. Daraus 
wurde schon vor Jahrzehnten das Prinzip der 3R 
(Replace, Reduce, Refine; Definitionen siehe 
unten) von Russell und Burch in 1959 in ihrem 
Buch „The principles of humane experimental 
technique“ entwickelt [1, 12]. Dieses zieht sich 
als roter Faden durch das Gebiet der Ver-
suchstierkunde und findet aktuell seine Bedeu-
tung vor allem in der Vermeidung, Erkennung 
und Behandlung von Schmerzen und Leiden, 
was sich im Gebiet Anaesthesie und Schmerz-
behandlung, aber auch haltungsbedingter Be-
lastung und vorzeitigem Versuchsabbruch (De-
finition von Abbruchkriterien, humane end-
points) ausdrückt.  
In 2007 wurden von den Laboranten/innen und 
Tierpfleger/innen, die mit den in iRATS regist-
rierten Versuchstieren an der Universität Zürich 
tätig, sind, 6'717 Einzel-Arbeitsaufträge als 
Dienstleistung erbracht. Ein Teil davon sind 
Transfers von Mäusen aus den externen SPF-
Zuchteinheiten in die experimentellen Haltun-
gen. Ein grosser Anteil sind Zuchtführung (Ver-
paaren, Absetzen, Probennahme für Genotypi-
sierung, Euthanasie, u. a.) und spezielle Zucht-
massnahmen, wie die Erstellung von time 
pregnant females sowie Applikationen wie 
intravenöse Injektionen, Blutentnahmen, u. a., 
spezialisierte Dienstleistungen. Von Bedeutung, 
auch in tierschützerischer Sicht, ist die Überwa-
chung von Versuchstieren, konkret die wö-
chentliche Kontrolle aller gehaltenen Tiere und 
Meldung von Gesundheitsbeeinträchtigungen 
an die verantwortlichen Forschenden. Dies 
schliesst auch das Erfassen von scores und Ein-
leiten von Massnahmen (z.B. Schmerzbehand-
lung oder Versuchsabbruch) ein. Als Dienstleis-
tung des Instituts für Labortierkunde für die 
Forschenden werden jährlich 90-100 genetisch 
modifizierte Maustämme über Embryotransfer 
saniert.  
Aufgaben der Veterinärmedizin bei Ver-
suchstieren 
Für die Anleitung, Supervision und häufig auch 
für die Führung der Teams und Labors sind 
labortierkundlich versierte Tierärzte oder Na-
turwissenschaftler verantwortlich. Der Veteri-
närdienst ist für die Gesundheitsabklärung der 
neu eintreffenden Tiere, die Quarantänisierung 
und für die ständige Gesundheitsüberwachung 
der Bestände nach internationalen Richtlinien 
zuständig. Verdachtsfälle von Infektionen in 
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Beständen und Einzelfälle werden abgeklärt 
und Massnahmen zur Eliminierung durchge-
führt. Ausserdem wird für die Erfüllung der 
gesetzlichen Vorgaben in der Tierhaltung (z.B. 
Besatzdichten, tierartgerechte Umweltbedin-
gungen wie Luftfeuchte, etc.) Sorge getragen. 
Ein grosser Teil der Arbeit des Veterinärdienstes 
besteht in der Beratung und Betreuung der 
Forschenden von der Planung des experimen-
tellen Settings und der Gesuchstellung bis zur 
Realisierung der Experimente und der Bewälti-
gung von unvorhergesehenen Problemen. Da-
bei werden auch in selektiven Projekten, im 
Rahmen von Kollaborationen, Experimente 
durchgeführt [13] oder chronische Modelle 
erstellt, beispielsweise Myokardinfarkte in Rat-
ten [14]. Darüber hinaus sind Tierärzte und 
Naturwissenschaftler in die gesetzlich vorge-
schriebene Aus-, Weiter- und Fortbildung der 
Forschenden stark involviert und wirken auch 
bei der Ausbildung der Tierpfleger mit.  
Für die Veterinärmedizin ergibt sich aus den 
grossen Versuchstierbeständen und dem vielfäl-
tigen Verwendungszweck der Tiere die Speziali-
sierung in der Fachrichtung Labortiermedizin. 
International bekannt ist die Spezialisierung 
zum Diplomate of the European College of 
Laboratory Animal Medicine, die nach den 
Richtlinien des European Board for Veterinary 
Specialisation anerkannt ist.  
Den Fachtierärzten für Labortierkunde steht 
damit an der Schnittstelle zwischen biomedizi-
nischer Forschung und Veterinärmedizin ein 
weites Betätigungsfeld offen. Dabei sind die 
Tierhausleitung, die Studienleitung in der In-
dustrie, eigene Forschungsprojekte oder weite-
re Spezialisierung auf Schwerpunkte wie Mik-
robiologie, Genetik oder Ausbildung nur einige 
von vielen Möglichkeiten.  
Minimierung von Belastung: Vorschriften 
versus Realität 
In vielen Ländern ist aufgrund der ethisch-
moralischen Grundhaltung der Mehrheit der 
Bevölkerung der Tierschutz in Gesetzen veran-
kert, was meistens auch die Haltung und die 
Behandlung von Versuchstieren einschliesst und 
grundsätzliche Vorgaben setzt. Meist ist, wie in 
der Schweiz (Tierschutzgesetz vom 9. März 
1978 (TSchG), Artikel 12-19; Tierschutzverord-
nung vom 27. Mai 1981 (TSchV), Artikel 58-64) 
und Europa üblich, die Bewilligungspflicht für 
Tierversuche und Minimalanforderungen an die 
Tierhaltung definiert.  
Darüber hinaus sind von Verbänden und Orga-
nisationen aus dem Versuchtierbereich und aus 
dem Gebiet der Grundlagenwissenschaften und 
der biomedizinischen Forschung weitere Richt-
linien und Empfehlungen betreffend Tierversu-
che und Versuchstiere heraus gegeben worden. 
Dabei wird die Minimierung von Schmerzen 
und Leiden der Versuchstiere im Sinne der 3R 
betont. 
 
 
Das European College of Laboratory Animal Medicine (ECLAM) definiert die Versuchstierkunde als das vete-
rinärmedizinische Fachgebiet, das für die Diagnose, Behandlung und Vorbeugung von Erkrankungen bei 
Tieren in der biomedizinischen Forschung zuständig ist.  
Hauptziele sind hierbei:  
1. Vorbeugung, Diagnose, Überwachung und Behandlung von Versuchstierkrankheiten;  
2. Vorbeugung, Linderung und Minderung von Schmerzen und Leiden  
3. Ausbildung von wissenschaftlichem und technischem Personal  
4. Beratung, Unterstützung und Dienstleistungen bei Tierexperimenten  
5. Entwicklung und Etablierung von Zucht- und Haltungsprogrammen;  
6. Entwicklung und Zucht neuer Tiermodelle für die biomedizinische Forschung  
7. Überwachung der Umweltbedingungen von Versuchstieren  
8. Planung und Betrieb versuchstierkundlicher Einrichtungen  
9. aktive und sachkundige Mitarbeit als Tierschutzbeauftragte, in Gremien, Verbänden, Aus-
schüssen, Arbeitsgruppen 
(modifiziert nach einer Übersetzung von Prof. Hans J. Hedrich).  
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Allgemeinwissen und Empfehlungen zur Um-
setzung von Belastungseinschätzung, Erken-
nung von Schmerzen und Leiden, und gelegent-
lich auch zur Behandlung, wurden über die 
Jahre mehrfach von versuchstierkundlich ausge-
richteten Journalen veröffentlicht [15-24]. Sie 
fassen vorhandenes Wissen zusammen, das aus 
veterinärmedizinisch-klinischer Sicht bei den 
Kleinnagern, besonders aber bei Mäusen, dürf-
tig ist. Ähnliches ist bei den Angaben zu den 
Schmerzbehandlungsprotokollen in Lehrbü-
chern fest zu stellen, wobei hier kaum Quellen-
Angaben über die Herkunft der Dosierungen 
gemacht werden. Vermutlich sind die Dosierun-
gen für Mäuse aufgrund von weit zurück lie-
genden pharmakologischen und toxikologi-
schen Untersuchungen bei der Entwicklung der 
Substanzen ermittelt worden oder sind sogar 
möglicherweise von anderen Tierarten extrapo-
liert worden. Da ein Erfolg der Schmerzbehand-
lung bei Mäusen nur selten offensichtlich ist, 
bleibt der Nutzen der Schmerzbehandlung für 
die Betreuer von Mäusen kaum nachvollzieh-
bar. Das bestätigen auch Richardson und 
Flecknell. Sie haben festgestellt, dass die häu-
figsten Gründe für den Verzicht auf Schmerz-
mittel in der Nutzlosigkeit der Behandlung oder 
dem Nichtvorhandensein von Schmerzen nach 
operativen Eingriffen bei Nagern gesehen wird. 
Richardson und Flecknell haben in einer Umfra-
ge aufgrund von medline-anerkannten Publika-
tionen recherchiert, dass in weniger als 20% 
der Experimente , bei denen eine Laparatomie 
vorgenommen wurde, auch eine post-operative 
Schmerzbehandlung durchgeführt wurde [25]. 
Ähnliche Argumente berichtet Karas von einem 
Workshop der American Association of Labora-
tory Animal Science. Als Ursache für unzurei-
chende Schmerzbehandlung bei Versuchstieren 
wird neben Personalmangel (Veterinäre, animal 
technicians, Tierschutzbeauftragte) in der Tier-
haltungseinrichtung  der Mangel an Kenntnis-
sen über Schmerzerkennung und Schmerzbe-
handlung bei Labortierarten gesehen. Es wird 
beklagt, dass zwar Berichte über Behandlungs-
regimes für verschiedene Haustierarten vorlie-
gen, nicht jedoch für Versuchstierspezies, und 
dass aufgrund des Fehlens fundierter Studien, 
die Schmerzen aus klinischem Blickwinkel beur-
teilen, kaum Angaben über Wirkungen, Ne-
Schweizerische Akademie der Medizinischen Wissenschaften SAMW
Akademie der Naturwissenschaften Schweiz SCNAT 
Ethische Grundsätze und Richtlinien für Tierversuche SAMW  
(3. Auflage 2005): 
 
….Tierversuche soweit wie möglich einzuschränken. 
2.5 Grundlage dazu bilden die Prinzipien der 3 R (Replacement, Reduction, Refinement):  
- Vermeiden von Tierversuchen mittels Ersatzmethoden,  
- Verminderung der Zahl der Tiere in Versuchen,  
- Verfeinerung der Methoden zur Entlastung der Tiere und zur Verminderung des Leidens der 
Tiere im Versuch, bei der Haltung und in der Zucht. 
 
4.6 Bei allen Versuchen, die längerdauerndes oder chronisches Leiden zur Folge haben oder wieder-
holte Eingriffe nötig machen, sind alle möglichen Massnahmen zur Linderung des Leidens und zur 
Dämpfung der Angst zu ergreifen. Von besonderer Bedeutung ist hier eine fachgerechte Betreu-
ung der Tiere vor, während und nach dem Versuch. 
 
4.9 Bei allen Tierversuchen sind zur Vermeidung unnötigen Leidens vor Versuchsbeginn klar definierte 
Abbruchkriterien festzulegen. Tiere mit schweren Leiden sind so rasch wie möglich und schmerz-
frei zu töten.).  
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benwirkungen und Wirkdauer der wenigen 
eingesetzten Substanzen verfügbar sind [26].  
Die Schweiz hat diesbezüglich sehr weitrei-
chende und detaillierte gesetzliche Vorschriften 
und Richtlinien (veröffentlicht unter 
www.bvet.ch ). Besonders bei der Umsetzung 
wird der Einfluss der Behördenvertreter und 
Tierversuchskommissionen von Forscherseite 
aus oft als manipulierend und rigide mit zu-
nehmender Tendenz zur Einschränkung der 
Forschungstätigkeit empfunden. Die Motivation 
von Behördenvertretern, das Leben der Ver-
suchstiere zu verbessern indem Vorschriften in 
Haltung und Versuch durchgesetzt werden ist 
unbestritten. Zweifelhaft und angreifbar sind 
jedoch Vorgaben, die aufgrund von emotional-
gefärbten Vorstellungen zustande kommen und 
die weder auf wissenschaftlichen noch empiri-
schen Erkenntnissen und Erfahrungen basieren 
und folglich zu Konflikten führen müssen.  
Die Einsicht zur Minimierung von Belastung ist 
von Forscherseite durchaus gegeben [27] , nicht 
zuletzt, da Defizite in Haltungsbedingungen, 
Hygiene und medizinischer Betreuung die Ver-
suchsergebnisse beeinflussen. Problematisch ist 
die Umsetzung im Laboralltag, d.h. die prakti-
sche Durchführung und die Dokumentationen, 
die verlangt werden. Dies wird in höchst ange-
sehenen, wissenschaftlichen Journalen wie 
Nature und Science seit Jahren immer wieder 
als Problem in Editorials [28, 29], Leserbriefen 
[30-34] und Blogs (http://blogs.nature.com 
/nautilus/2007/03/propsal_for_journals_to_incl
u-Editor ) zur Sprache gebracht. 
Der Mangel an versuchstierkundlich ausgerich-
teter Forschung, insbesondere mit Fokus auf 
den weitaus grössten Anteil der Versuchstiere, 
nämlich Mäuse und Ratten, führt einerseits 
dazu, dass im Versuchstierbereich teilweise 
veraltete, in Human- und Veterinärmedizin 
vergessene (da obsolete) Methoden und Tech-
niken angewendet werden. So kann die Ent-
wicklung von Anaesthesie-Methoden bei Mäu-
sen und Ratten noch nicht an den Standard der 
Veterinärmedizin bei grösseren Tieren an-
schliessen. Dies liegt weniger an den Ein-
schränkungen durch das Versuchsziel (z.B. In-
terferenz der spezifischen Anaesthetikawirkun-
gen mit den Messparametern), sondern vor 
allem an den Problemen, die durch die Beson-
derheiten der kleinen Nagetiere (geringes Kör-
pergewicht, hoher Metabolismus, Inzuchtde-
pression, genetische Modifikation, u.a.) gege-
ben sind. Ein Beispiel ist die Anaesthesie durch 
unkontrollierte Verdampfung von (Di-ethyl-
)Aether oder Methoxyfluran. Ein weiteres Bei-
spiel ist die in der Schweiz seit 1996 verbotene, 
jedoch in anderen Ländern noch weit verbreite-
te Anaesthesie durch intraperitoneale Injektion 
von Tribromethanol (früher unter dem Namen 
„Avertin“ im Handel), das Perionitis verursacht. 
Diese Substanz, in der Humanmedizin um 1927 
entwickelt zur rektalen Instillation zur Narko-
seinleitung, kam schon kurz nach ihrer Einfüh-
rung in Verruf wegen der reizenden Wirkung. 
Sie wurde bald nur noch vereinzelt eingesetzt 
und ist seit vielen Jahrzehnten in Human- und 
Veterinärmedizin (wo sie kaum verwendet wur-
de) vergessen. Dennoch ist es eine weitverbrei-
te Anaesthesiemethode für Embryotransfer und 
es finden sich in angesehenen Journalen der 
biomedizinische Forschung noch immer zahlrei-
che, aktuelle Publikationen, in denen Tribro-
methanol intraperitonal bei Mäusen und Ratten 
eingesetzt wurde. Erst neuere, ausgedehnte 
Untersuchungen aus dem Versuchstierbereich 
[35-37] führten zu ablehnenden Empfehlungen 
in USA und Europa [38-41]. Es ist zu vermuten, 
dass es noch einige Jahre dauern wird, bis 
Tribromethanol aus der Verwendung bei Klein-
nagern in chronischen Versuchen verschwinden 
wird.  
Was die Anaesthesiemethoden und ganz be-
sonders die Schmerzbehandlung angeht, wer-
den diese bei Versuchstieren in der Schweiz 
aufgrund der detaillierten und konsequenten 
Bewilligungspraxis generell systematisch und 
flächendeckend auf dem aktuellen fachlichen 
Niveau durchgeführt - ungeachtet des tatsächli-
chen Nutzens der Schmerztherapie. Dies könnte 
bei der Schmerzbehandlung von Nutztieren, 
Hunden und Katzen, die nicht als Versuchstiere 
leben, bezweifelt werden, da sowohl eigene als 
auch externe Erfahrungen noch immer auf Zu-
rückhaltung bei vielen niedergelassenen Tier-
ärzten bezüglich post-operativer Schmerzbe-
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handlung (z.B. nach Kastrationen, Zahnextrak-
tionen) hinweisen [42].  
Zusammengefasst bleiben strittige Themen im 
Versuchstierbereich, für die keine gezielten 
wissenschaftlichen Untersuchungen verfügbar 
sind, aus den gesetzlichen Richtlinien ausge-
klammert oder es werden Vorschriften erlassen, 
die auf den bereits erwähnten subjektiven, 
emotionalen Eindrücken oder pauschalisierten 
und extrapolierten Details beruhen. Inwieweit 
diese Regelungen dem Wohl der Tiere dienlich 
sind bleibt dann eine offene Frage.  
Belastung und Wohlbefinden: Beg-
riffe, Definitionen, Theorien 
Schmerz 
Schmerz ist nach der Definition der Internatio-
nal Association for the Study of Pain (IASP) eine 
unangenehme sensorische und emotionelle 
Erfahrung, die durch eine tatsächliche oder 
potentielle Gewebeschädigung ausgelöst wird 
(„Pain is the unpleasant sensory and/or emoti-
onal experience associated with actual or po-
tential tissue damage“)[43].  
Schmerz beruht auf Nozizeption, das heisst auf 
neuralen Prozessen, die beim Auslösen eines 
peripheren Reizes (z.B. thermisch, mechanisch) 
das Signal von den Nozizeptoren über Nerven 
zum Rückenmark und Gehirn weiter leiten. 
Dabei sind eine Vielzahl von Faktoren (Rezepto-
ren, Neurotransmitter, Gene, Entzündungsme-
diatoren, etc.) involviert. Sie können exzitatori-
sche oder hemmende Modifikationen induzie-
ren, die über aszendierende Systeme sowohl in 
aufsteigender als auch über deszendierende 
Systeme in absteigender Richtung wirksam 
werden. Somit können Schmerzreize während 
der Weiterleitung zum Cortex verändert wer-
den; bereits auf dieser Ebene können Reaktio-
nen ausgelöst werden. Im Cortex des Gehirns 
erfolgt die bewusste Wahrnehmung des neura-
len Signals als Schmerz, sie wird als Perzeption 
bezeichnet. Im Cortex wird Schmerz als Emp-
findung subjektiv interpretiert. Die subjektiven 
Erfahrungen beeinflussen die bewussten und 
unbewussten Reaktionen des Organismus auf 
den tatsächlichen oder potentiellen Schmerz-
reiz.  
Schmerz ist ein komplexer physiologischer Vor-
gang, der sich in verschiedenen Erscheinungs-
formen äussert (akut, chronisch, entzündlich, 
neuralgisch, Tiefenschmerz, Oberflächen-
schmerz, etc.) und auch spezifische Abwand-
lungen zeigen kann. So ist neuropathischer 
Schmerz durch Läsionen im Zentralnervensys-
tem bedingt und nicht-nozizeptorvermittelter 
Schmerz ist die Folge einer Schädigung des 
peripheren Nervensystems oder veränderter 
zentraler Informationsverarbeitung. Allodynie 
ist die Schmerzempfindung aufgrund eines 
normalerweise nicht-schmerzhaften Reizes (z.B. 
Berührung). Hyperalgesie ist eine überhöhte 
Schmerzempfindlichkeit auf einen schmerzhaf-
ten Reiz. Diese und weitere Sonderformen von 
Schmerz, Begriffsbestimmungen und detaillierte 
Informationen sind in Lehrbüchern ausführlich 
dokumentiert [44-48].  
Stress, Stressor, Distress 
Die klassische Definition von Stress (nach Hans 
Selye, 1956) bezieht sich auf die Anpassungs-
reaktion des Organismus infolge des Auftretens 
eines Stressors. Letzterer ist eine Situation, die 
als gefährlich, lebensbedrohend oder beängsti-
gend wahrgenommen wird - somit einen emo-
tionalen Stimulus auslöst, der über die Amyg-
dala eine Antwort des Organismus aktiviert um 
der potentiellen Gefahr zu entgehen oder ent-
gegen zu wirken [49]. Dabei ist die Auslösung 
des emotionalen Stimulus zunächst vom Emp-
finden des Individuums abhängig, das heisst, 
sie ist subjektiv und muss nicht auf einer tat-
sächlich lebensbedrohenden Situation beruhen.  
Die Reaktionen des Organismus auf einen 
Stressor laufen auf zwei verschiedenen  
Systemen: die Hypothalamus-Hypophysen-
Nebennierenrinden-Achse (hypothalamic-
pituitary-adrenocortical axis, HPA-Achse) und 
die Sympathikus–Nebennierenmark-Achse 
(sympathetic-adrenal medullary axis, SAM-
Achse). Bei der Sympathikus-Nebennierenmark-
Achse wirkt Acetylcholin (ACh) als Transmitter 
in prae-ganglionären Neuronen des autonomen 
Nervensystems. In den post-ganglionären Axo-
nen wirken die Katecholamine Dopamin, No-
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radrenalin (Norepinephrin) und Adrenalin (Epi-
nephrin). Von den Nervenzellen des Sympathi-
kus wird vor allem Noradrenalin sezerniert, aus 
den Zellen des Nebennierenmarks wird nach 
Stimulierung durch den Sympathikus vor allem 
Adrenalin frei gesetzt. Die Katecholamine lösen 
an den adrenergen Rezeptoren (alpha, beta; 
unterteilt in weitere Subtypen) in verschiedenen 
Organen unterschiedliche Wirkungen aus. Sie 
verursachen unter anderem Bronchodilatation, 
wirken positv inotrop und chronotrop am Her-
zen und können Muskelkontraktion auslösen, 
was beispielsweise bei Furcht zu Piloerektion 
führen kann.  
Bei der Hypothalamus-Hypophysen-Neben-
nierenrinden-Achse wird Corticotropin releasing 
hormon (CRH) vom Hypothalamus zur Adeno-
hypophyse (Hypophysenvorderlappen) gebracht, 
wo es die Freisetzung von Adrenocorticotropic 
hormon (ACTH) auslöst. Dies führt wiederum in 
der Nebennierenrinde zur Freisetzung des Glu-
cocorticoids Corticosterone. Über Plasma-
membran-Rezeptoren an einer Vielzahl von 
Zellen im Organismus wirkend haben Glucocor-
ticoide ein weites Spektrum von essentiellen, 
physiologischen Effekten: Regulation des Flüs-
sigkeitshaushaltes, Steuerung der Zusammen-
setzung von Körperflüssigkeiten, Erhöhung der 
Gluconeogenese und Lipolyse u.v.m..  
Beide Systeme arbeiten zusammen und bereiten 
den Organismus darauf vor, auf die Gefahr zu 
reagieren. Dabei werden im akuten Stadium 
zunächst durch Katecholamine und kurz darauf 
durch Glucocorticoide physiologische Reaktio-
nen des Körpers ausgelöst. Beispielsweise 
kommt es zur Erhöhung der Atem- und Herz-
frequenz sowie des Blutdruckes um eine stärke-
re Durchblutung und Sauerstoffversorgung der 
Muskulatur für physische Aktionen bereit zu 
stellen [50, 51]. Es kommt zur Adaptation von 
verschiedenen biologischen Funktionen (Steige-
rung der Energiestoffwechsels, Verminderung 
von Verdauungstätigkeit und Reproduktion), 
und insbesondere zur Beeinflussung des Im-
munsystems [52]. Der Organismus reagiert mit 
Verhaltensänderungen wie Angriff oder Flucht, 
oder auch mit Verhaltensalternativen (z.B. 
Totstellen), Änderungen der Bedingungen oder 
Verleugnung der Situation. Der Umgang mit 
einer potentiell oder tatsächlich gefährlichen 
oder bedrohenden Situation wird auch als Co-
ping (Stressbewältigung) bezeichnet. Treten 
offensichtlich pathologische Symptome auf, 
weil der Organismus den Stressor nicht bewäl-
tigen und/oder die Anpassungsmechanismen 
nicht stoppen oder effizient steuern kann, wird 
Distress angenommen [53, 54].  
Allostasis, allostatic load 
Das Wort „Stress“ ist im Laufe der Jahrzehnte 
ein häufig gebrauchter Ausdruck im allgemei-
nen Sprachgebrauch geworden und wird, wie 
auch die Bezeichnungen Eustress, Distress, 
stressed-out, Discomfort u.a.m. in den wissen-
schaftlichen Publikationen als ungenau definier-
ter und damit verwirrender Begriff angesehen 
[55-59]. Eine genaue Abgrenzung zwischen 
pathologischen und natürlichen, lebenserhal-
tenden Reaktionen auf Stressoren ist somit 
schwer möglich.  
In den letzten Jahren wurde die klassische In-
terpretation von Stress durch das Konzept von 
Allostasis weiter entwickelt. Es impliziert, dass 
Homeostasis die lebenswichtigen physiologi-
schen Systeme (pH, Körpertemperatur, Glucose-
Konzentration, Sauerstoff-Sättigung) darstellt 
und Allostasis diese Systeme in der Balance 
hält. Allostasis ist demnach die Komponente, 
die das Gleichgewicht aufrecht erhält, wenn es 
durch Ereignisse oder Situationen (Stressoren, 
Krankheiten, Verletzungen, Umweltbedingun-
gen, tages- und jahreszeitliche Schwankungen) 
beeinflusst wird. Mit anderen Worten: Allosta-
sis bewerkstelligt die Stabilität der Homoeosta-
sis während Veränderungen der Lebensum-
stände auf diese einwirken [60].  
Allostasis wird durch die beschriebenen Reakti-
onen des Zentralnervensystems und der SAM- 
und HPA-Achsen vermittelt, wirkt aber auch 
durch andere Substanzen wie Zytokine [55, 56]. 
Im Status von allostatic load und allostatic 
overload, die einer Chronifizierung oder Über-
beanspruchung von Allostasis entsprechen, 
kommt es zur Erschöpfung der Allostatis und zu 
patho-physiologischen Auswirkungen auf den 
Körper. Dies kann durch extreme Situationen, 
mangelnde Habituation in einer Situation, über-
steigerte oder verlängerte Reaktion verursacht 
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sein, aber auch mit inadäquater, hyposensitiver 
oder fehlender Reaktion auf einen Stressor 
zusammen hängen [56].  
Unter derartigen Umständen kann Allostasis 
schädigende Auswirkungen haben, obwohl sie 
primär als lebensschützende Funktion im Orga-
nismus konstruiert ist. Als natürlicher, physiolo-
gischer Mechanismus des Lebewesens kann 
Allostasis sowohl durch eine Hyperstimulation 
als auch durch eine Hypostimulation patho-
physiologische Konsequenzen auslösen. Damit 
hat nicht nur die klassische Stress-Situation mit 
zu hoher oder ständiger Beanspruchung, son-
dern auch eine fehlende, sehr geringe oder sehr 
seltene Stimulierung von Allostasis die Beein-
trächtigung des Wohlbefindens zur Folge [55].  
Kürzlich wurde Allostasis als Basis eines neue-
ren Konzepts für die differenzierte Bewertung 
von Wohlbefinden auch bei Labortieren postu-
liert (Abbildung 3). Dabei wird – wie bereits 
dargelegt - sowohl die Hypostimulation als 
auch die Hyperstimulation als belastend gewer-
tet, wohingegen die dazwischen liegenden 
Bereiche als neutraler Zustand oder gutes 
Wohlbefinden definiert werden. Extrem niedrige 
oder fehlende Allostasis und hohe Allostatic 
load können demzufolge pathologische Sym-
ptome und somit Belastung verursachen [55].  
 
Abb. 3: Neues Konzept zur Beurteilung von 
Wohlbefinden auf der Basis von Al-
lostasis. Die Graphik wurde der Publi-
kation von Korte und Ko-Autoren in 
2007 entnommen [55].  
Die fünf Freiheiten und das Konzept von 
Allostasis 
Damit ist das Konzept von Allostasis nicht im 
Widerspruch zur allgemeinen Ansicht, dass das 
Wohlbefinden eines Tieres weitgehend unge-
stört ist, wenn es den Herausforderungen, die 
seine Umgebung und seine Lebenssituation 
stellen standhalten kann, ohne Schaden an der 
Gesundheit zu nehmen und ohne abnorme 
Verhaltensweisen zu zeigen [1, 53, 54, 61, 62].  
Das Konzept steht in einem gewissen Wider-
spruch zu den häufig zitierten fünf Freiheiten, 
die vom UK’s Farm Animal Welfare Council 
(FAWC) entwickelt und für Heimtiere, Begleit-
tiere und Nutztiere gefordert wurden: Freiheit 
(1) von Hunger und Durst, (2) von Schmerzen, 
Verletzungen und Krankheit, (3) von unkomfor-
tablen Haltungsbedingungen, (4) normales 
Verhalten auszuleben, (5) von Furcht und 
Distress [52, 61, 63], [www.bva-awf.org.uk]. 
Die Forderungen der fünf Freiheiten streben 
einen Status von idealen Lebensbedingungen 
an, die permanent vorhanden sind und die die 
Vorkommnisse und Herausforderungen des 
Lebens ausklammern. Sie können geeignet sein, 
den Tierbesitzern die Idealvorstellungen für die 
Haltung ihrer Hunde, Katzen oder Heimtiere zu 
kommunizieren. Sie haben in dieser Form den 
Charakter einer Empfehlung für Tierhalter, kön-
nen aber kaum als wissenschaftliche Basis für 
die Bewertung von Wohlbefinden bei Tieren 
dienen [55]. Dem wurde im Bristol Welfare 
Assurance Programme für Milchkühe Rechnung 
getragen, indem ein Evaluationssystem für die 
fünf Freiheiten kreiert wurde. Dazu werden (1) 
die Haltungsbedingungen (Stall, Futter, Um-
gang mit den Tieren) als auch (2) der Gesund-
heitszustand (aktueller Befund der Tiere und 
Inzidenz zurückliegender Erkrankungen) und (3) 
das Verhalten der Kühe von unabhängigen 
Gutachtern beurteilt. Aus der Begutachtung des 
Tieres und seiner Umgebung wird eine zusam-
mengefasste Einschätzung des Wohlbefindens 
erstellt, wobei dieses als die Addition von Fit-
ness und guten Gefühlen definiert wird (good 
welfare = fit and feeling good). Die Stärken 
und Schwächen eines Betriebes können damit 
heraus gearbeitet und Verbesserungen ange-
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regt werden [64]. Diese Form der Beurteilung 
fand weite Verbreitung, z.B. in  
¾ http://www.ucd.ie/research/ethics/document
s/Concepts-in-Aninmal-Welfare. 
ppt#272,13,Stress and suffering 
¾ http://www.eau.ee/~semjonov/Mod-
ule_8_Group_assessmen_and_mgmt_of_w
elfare.ppt .  
 
Die Reflexion des Tierbesitzers auf die formu-
lierten Anforderungen der fünf Freiheiten kann 
damit zu Verbesserungen für die Nutztiere und 
die Heim- und Begleittiere führen, sie ermög-
licht aber keine differenzierte, systematische 
wissenschaftliche Einschätzung der Lebensqua-
lität und damit des Wohlbefindens. Die fünf 
Freiheiten entsprechen der weitverbreiteten 
Meinung, dass Stressoren generell zur Vermin-
derung von Lebensqualität und Wohlbefinden 
führen. Damit wird ein linearer Verlauf in der 
Graduierung impliziert: je weniger Stressoren 
umso besser ist die Lebenssituation, keine 
Stressoren = das best-mögliche Leben (siehe 
auch Abbildung 3, old concept). Dagegen geht 
das Konzept von Allostatis davon aus, dass 
sowohl die Überforderung des Organismus als 
auch das Fehlen oder extrem niedrige Niveau 
von Reizen einen negativen Einfluss auf das 
Wohlbefinden hat. Dies kann durch eine umge-
kehrt U-förmige Kurve dargestellt werden, wo-
bei die niedrigen Bereiche an jedem Ende der 
Kurve „schlechtem“ Befinden entsprechen, 
wohingegen der Gipfelbereich den Bereich von 
Wohlbefinden wieder gibt (Abbildung 3) [55].  
Betrachtet man die Lebensbedingungen der 
Versuchstiere, stellt man fest, dass diese einer-
seits starken Stressoren durch Experimente 
ausgesetzt sind, andererseits erleben insbeson-
dere viele Labornager in Vorratshaltung, als 
Zucht-Reserven oder in Einzelhaltung über lan-
ge Zeiträume nahezu keine Reize. Das Konzept 
der Beurteilung von Wohlbefinden basierend 
auf Allostasis entspricht somit am ehesten der 
Situation der Versuchstiere und kann als Grund-
lage zur Interpretation von Daten dienen.  
Leiden - Verhalten, Motivation, Grund-
bedürfnisse 
Der Begriff des Leidens wird in Gesetzestexten 
und Richtlinien, besonders im Zusammenhang 
mit ethischen Aspekten wie Güterabwägung, 
oft gebraucht [16]. Dabei ist meistens keine 
Definition von Leiden angegeben, wodurch 
besonders die Schnittstelle mit Schmerz unklar 
bleibt.  
Für die deutsche Gesetzgebung wurde durch 
ein Urteil des Bundesgerichtshofes aus 1987 
„schweres Leiden“ als länger dauernden Ein-
fluss auf das Wohlbefinden, das mehr als eine 
nur unangenehme Empfindung auslöst und 
kein Schmerz ist, definiert. Im Detail sind dies: 
Anomalien, Fehlfunktionen oder spezifische 
Verhaltensweisen, die als Indikatoren für Leiden 
akzeptiert werden können. Dazu hat eine Ar-
beitsgruppe in 1998 fünf Kriterien für schweres 
Leiden festgelegt: Störung der spezies-
spezifischen zirkadianen Rhythmizität, Stereo-
typien, Verminderung oder Verlust des Kom-
fortverhaltens (z.B. Putzen), des Explorations-
verhaltens und des Spielens [65].  
Während in Deutschland Schmerz von Leiden 
unterschieden wird, ist es in der Definition von 
Neville G. Gregory eingeschlossen. Er definiert 
Leiden als unangenehmen Status der Psyche, 
der die Lebensqualität stört. Somit ein mentaler 
Zustand, der durch unangenehme Erfahrungen 
wie Schmerzen, Krankheit, Distress, Verletzung 
und emotionale Beeinträchtigung hervor geru-
fen ist [66].  
Diese Definition entspricht weitgehend derjeni-
gen von Marian Stamp Dawkins [67], die in 
Leiden einen unangenehmen emotionalen Zu-
stand sieht, der durch vielerlei Einflüsse wie 
Furcht, Langeweile, Schmerz, oder Hunger ver-
ursacht wird. Es wird interpretiert, dass Leiden 
als Mechanismus der natürlichen Selektion 
heraus gebildet wurde, um Gefahr und Verlet-
zung zu vermeiden. Ein Tier wird durch Hunger 
stimuliert, den Aufenthaltsort zu wechseln und 
Nahrung zu suchen. Dadurch kann sich bei 
manchen Tierarten ein ständiger Ortswechsel 
als überlebenswichtiges Verhalten etabliert 
haben. Der Entzug dieser Möglichkeit (Bewe-
gungsmangel durch einengende Haltung) kann 
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zu Leiden (z.B. Stereotypien, abnormal-
repetitives Verhalten/abnormal repetitive beha-
viour, ARB, oder obsessive-compulsive disorder, 
OCD) führen, da die essentiellen Verhaltens-
weisen nicht ausgelebt werden können. Damit 
stellt sich die Frage, welche Verhaltensweisen 
für eine Tierart wirklich essentiell sind und wel-
ches Verhalten nur in bestimmten, möglicher-
weise durch den Menschen bestimmten Situati-
onen, gezeigt wird. Die letzteren, verzichtbaren 
Verhaltensmuster würden damit nicht zu Leiden 
führen. Dawkins hat dies als den flexiblen Be-
darf eines Tieres bezeichnet, der im Gegensatz 
zum essentiellen, unflexiblen Bedarf steht. Um 
heraus zu finden, welches Verhalten bestimmte 
Tierarten unbedingt ausleben müssen um nicht 
eine Beeinträchtigung ihres Wohlbefindens zu 
erleiden, wird versucht, die Motivation von 
Tieren zu evaluieren. In anderen Worten, Tieren 
wird eine Kosten-Nutzen-Analyse auferlegt 
[68]. Beispielsweise muss eine Ratte auf dem 
Weg zum Futter oder zu einem Artgenossen 
eine mehr oder weniger schwere Arbeit (z.B. 
Drücken eines Schalters mit bestimmtem Ge-
wicht) oder Erschwernis (10°C gekühltes Rohr 
ist zu passieren) bewältigen um die Belohnung 
(Futter, Artgenosse) zu erreichen. Somit kann 
die Motivation des Tieres differenziert beurteilt 
werden [67].  
Es handelt es sich bei diesen Untersuchungen 
um zielgerichtete Experimente, bei denen ver-
sucht wird, die Sicht des Tieres zu ergründen 
ohne in Anthropomorphismus zu verfallen. Die 
Interpretation kann dennoch Schwierigkeiten 
bergen, da Nebeneffekte nicht immer sicher 
ausgeschlossen werden können: erhöhte Moti-
vation durch vorgängige Deprivation oder 
Mangel an Reizen und Abwechslung, hoher 
Anreiz durch erstmals neu angebotene (novelty) 
oder aussergewöhnlich attraktive Möglichkeiten 
und andere Einflüsse [67].  
Dieser Ansatz geht dennoch tiefer und erfordert 
mehr Aufwand als der eher pragmatisch-
praxisorientiert-empirische Ansatz der Begut-
achtung von Gesundheit und Verhalten des 
Tieres und seiner Umgebung durch eine Fach-
person. Mit der Methode, die als positive Ge-
genleistung oder Belohnung bezeichnet wird 
und die man auch als „Arbeiten für die Befrie-
digung eines (Grund-) Bedürfnisses“ bezeich-
nen könnte, kann besser als in einem einfachen 
Auswahltest abgegrenzt werden, auf welche 
Konditionen ein Tier verzichten kann ohne zu 
leiden und welche Bedürfnisse hingegen für die 
Erhaltung des Wohlbefindens langfristig erfüllt 
werden müssen.  
Wohlbefinden - definiert durch positive 
Emotionen 
In einem neueren Ansatz wird vorgeschlagen, 
Wohlbefinden bei Tieren nicht durch das Fehlen 
von Leiden, Schmerzen und Distress, sondern 
durch das Auftreten von positiven Gefühlen zu 
definieren [69-71]. Es soll Wohlbehagen, Ver-
gnügen oder Freude, zusammengefasst als ein 
möglichst konstanter Zustand von Glücklichsein 
(Happiness) detektiert werden. Bei Tieren soll 
versucht werden, den Ausdruck von Wohlbefin-
den an bestimmten Verhaltensmustern fest zu 
machen. Damit sind typische Verhaltensmuster 
gemeint, die nur vom Tier ausgeübt werden, 
wenn es sich tatsächlich wohl fühlt. Bei Nutz-
tieren sollte anhand von tierartspezifischen 
Verhaltensweisen das Glücklichsein oder Zu-
friedenheit im Rahmen der Beurteilung der 
Tiere durch Fachpersonen fest gestellt werden 
können. Da die Interpretation auch von den als 
positiv anzunehmenden Verhalten wie Al-
logrooming oder Spielen äusserst schwierig ist 
und wissenschaftliche Untersuchungen diesbe-
züglich sehr widersprüchliche Ergebnisse lie-
fern, konnte sich diese Idee bisher noch nicht 
durchsetzen. Von der Umsetzung unter Praxis-
bedingungen ist sie – mindestens bei Labortie-
ren - derzeit noch weit entfernt [69].  
Bedeutung des autonomen Nervensys-
tems 
Die Idee, Wohlbefinden durch positive Gefühle, 
Gemütsverfassungen und Stimmungslagen [1, 
69-71] einzuschätzen beruht darauf, dass auch 
bei Tieren Gefühle von erfüllten Bedürfnissen, 
Belohnung, Vergnügen, Freude, Genuss und 
Wohlbehagen über kognitive, biologische Pro-
zesse im Gehirn vermittelt werden. Diese Ge-
fühle finden bei Tieren ihren Ausdruck oftmals 
in tierartspezifischen Verhaltensmustern. Diese 
sind bei Kleinnagern jedoch schwierig zu identi-
Margarete Arras, 2008 Belastung und Wohlbefinden: Begriffe, Definitionen, Theorien  
21 
fizieren. Es wird angenommen, dass die direk-
ten Auswirkungen von positiven Emotionen auf 
den Körper von Tieren vor allem im autonomen 
Nervensystem und im Immunsystem von Bedeu-
tung sind. Während die Einflüsse auf das Im-
munsystem aufgrund der komplexen, noch 
nicht vollständig bekannten Zusammenhänge 
nicht an einfachen Messungen fest gemacht 
werden können [69, 72, 73], kann der Einfluss 
auf das Gleichgewicht von Parasympathikus 
und Sympathikus aus dem Elektrokardiogramm 
analysiert werden. Der Sinusknoten, der den 
Herzrhythmus steuert, ist durch parasympathi-
sche (vagale) und sympathische Fasern inner-
viert. Diese stehen anscheinend im Zentralner-
vensystem mit den Zentren, die positive Gefüh-
le verarbeiten, in Verbindung. Damit wird die 
Herzfrequenz direkt beeinflusst, jedoch nicht 
nur indem eine kürzer oder länger dauernde 
Tachykardie oder Bradykardie verursacht wird, 
sondern vor allem in der Häufigkeit der Verän-
derung der Abstände zwischen den Herzschlä-
gen (Abbildung 4). Der Wechsel des Abstandes 
von Herzschlag zu Herzschlag spiegelt das 
ständige Gegenspiel von vagalen und sympa-
thischen Einflüssen wieder, entsprechend der 
Verschiebung des Gleichgewichtes auf die Seite 
des parasympathischen oder sympathischen 
Nervensystems. Der Abstand zwischen den 
Herzschlägen wird als interbeat interval be-
zeichnet. Der Wechsel des Abstandes kann 
durch die Standardabweichung des interbeat 
intervals (SDNN) errechnet werden, eine Ernied-
rigung der SDNN zeigt ein Übergewicht der 
sympathischen Einflüsse an. Interbeat interval, 
SDNN und einige weitere Algorithmen, die aus 
dem Elektrokardiogramm errechnet werden 
können, werden als Parameter der Herzfre-
quenzvariabilität bezeichnet. Der Einfluss des 
Parasympathikus entspricht einer Verlängerung 
der SDNN und weist auf eine positive Gemüts-
verfassung hin (z.B. beim Allogrooming) [69, 
74-76].  
Die SDNN und andere Parameter der Herzfre-
quenzvariabilität würden daher eine Unter-
scheidung von positiven und negativen Gefüh-
len erlauben und Herzfrequenzvariabilität als 
psychophysiologischen Marker der Regulation 
von Emotionen vermuten. Obwohl ein Zusam-
menhang von niedrigen Cortisol-Werten und 
Herzfrequenz bei glücklichen, zufriedenen Men-
schen gefunden wurde ist eine Unterscheidung 
von positiven und negativen Einflüssen bei 
einer Erhöhung von Herzfrequenz oder bei er-
höhter Aktivität der HPA-Achse nicht unmittel-
bar möglich [77].  
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Abb. 4: EKG-Ausschnitt mit Wechsel von hohem zu niedrigem Interbeat interval. 
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Spezies-spezifische Besonderhei-
ten, Schmerzbehandlung und Be-
lastungserkennung 
Reaktion auf Stressoren 
Es finden sich individuell unterschiedliche Ver-
haltensweisen mit Stressoren umzugehen, sie 
sind als proaktiver (früher: aktiver) oder reakti-
ver (früher: passiver) Coping-Typ bekannt [78]. 
Die beiden typischen Reaktionsmuster wurden 
später unter den Begriffen „Falke“ oder „Tau-
be“ beschrieben. So reagiert der aggressive 
Falke-Typ mit einer proaktiven Strategie um 
Allostasis sicher zu stellen (Angriff, Verteidi-
gung oder Erweiterung des Territoriums), wäh-
rend der vorsichtige Taube-Reaktionstyp eher 
zum energiesparenden Einsatz der Ressourcen 
neigt, indem er schnell auf ungünstige Verän-
derungen der Lebensbedingungen mit der Su-
che nach neuer Umgebung (Unterschlupf, Nah-
rung) reagiert. Der Taube-Typ reduziert mit 
Flucht und unbeweglichem Verharren (auch 
freezing, evtl. in einem Versteck) die Gefahr von 
Feinden entdeckt zu werden. Die tonische Im-
mobilität, die der Taube-Typ entfaltet, wenn er 
gefangen wird, erhöht die Chance, dass der 
überlegene Feind oder Angreifer das Interesse 
an seinem Opfer verliert und von ihm ablässt. 
Der Taube-Typ ist besser ausgerüstet, Gefahren 
wahrzunehmen, beispielsweise die Anwesen-
heit von Feinden frühzeitig durch Geruchssinn 
und Gehör wahrzunehmen und Fluchtwege 
schnell zu überblicken. Die Reaktionstypen 
zeigen spezifische morphologische und physio-
logische Unterschiede. Beispielsweise ist der 
Hippocampus des Taube-Typs weiter entwi-
ckelt, wohingegen der Falke-Typ einen relativ 
niedrigen Corticosteroid-Level hat.  
Beide Reaktionstypen haben damit Vor- und 
Nachteile, so ist der Falke-Typ weniger sozial 
organisiert, hat ein höheres Risiko von Verlet-
zungen, Infektionen und Immunerkrankungen, 
neigt zu Entzündungen und zeigt eine Th1-
dominierte Immunabwehr. Dagegen ist der 
Taube-Typ generell ängstlicher und gut sozial 
organisiert, hat eine Th2-dominierte Immunab-
wehr und hohe Corticosteroid-Level. Folglich 
kommt es zu unterschiedlichen Reaktionen bei 
einem langfristig schwer bedrohlichen Zustand: 
beim Falke-Typ kann plötzlicher Tod auftreten, 
dagegen neigt der Taube-Typ zu melancholi-
scher Depression, Übergewichtigkeit/Adipositas 
und psychotischen Zuständen [79].  
Die individuell unterschiedlichen Reaktions-
Typen sind sicherlich auch bei der Maus vor-
handen, wobei die Ausrichtung, auch durch die 
genetische Selektion unter Laborbedingungen 
[78], in vielen Aspekten in Richtung des Taube-
Typs tendieren dürfte. Dies würde auch erklä-
ren, dass bei Labormäusen oft keine Anzeichen 
von Schmerzen und Leiden an äusserem Er-
scheinungsbild und Verhalten sichtbar sind – 
die Maus als Beutetier verbirgt die Zeichen von 
Schmerzen, Krankheit, Schwäche oder körperli-
cher Einschränkung um die Aufmerksamkeit 
ihrer Feinde nicht auf sich zu lenken und damit 
als einfach zu fangende Beute attraktiv zu sein 
[21-23]. Die Maus wird demnach auch bei der 
Anwesenheit des Experimentators, der seine 
Tiere regelmässig kontrollieren muss um Ge-
sundheit und Wohlbefinden zu beurteilen, die 
Anzeichen von Schmerzen und Leiden zu ver-
bergen suchen. Dies führt im Alltag dazu, dass 
Beeinträchtigungen von Gesundheit und Wohl-
befinden während der wenige Minuten (oder 
Sekunden) dauernden Kontrolle oft nicht er-
kannt werden können. So ist allgemein be-
kannt, dass bei Mäusen nach fachgerecht 
durchgeführten, kurzen chirurgischen Eingriffen 
wie Vasektomie und Embryotransfer, die im-
merhin mit einer Laparotomie einhergehen, 
keine klaren Anzeichen von Schmerzen beo-
bachtet werden können. Mäuse zeigen Schmer-
zen und Beeinträchtigungen meist erst in fort-
geschrittenem Stadium: in Fällen, wo es zum 
unvorhergesehenen Tod durch eine - meistens 
nicht versuchsbedingte - Erkrankung kommt, 
werden die Tiere, falls überhaupt noch lebend, 
im moribunden Zustand aufgefunden.  
Schmerzbehandlung bei Mäusen 
Die Situation, dass moderate Schmerzen meist 
nicht diagnostiziert werden können, macht es 
für den verantwortlichen Betreuer von Labor-
mäusen nahezu unmöglich, den Erfolg oder 
Misserfolg einer Schmerztherapie einzuschät-
zen. Dem wurde weithin Rechnung getragen, 
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indem bei Eingriffen, bei denen Schmerzen 
erwartet werden können, eine bestimmte 
Schmerzbehandlung vorgeschrieben wird, ohne 
dass diese in Dosierung und Dauer an das tat-
sächliche Befinden des Tieres anzupassen ist. 
Damit wird die Anwendung kombinierter, be-
darfsgerechter Konzepte zur Schmerzbehand-
lung schwierig. Das betrifft die in den 1990er 
Jahren propagierte pre-emptive Analgesie (An-
wendung von Schmerzmitteln vor Einleitung der 
Anaesthesie respektive des schmerzhaften Ein-
griffes) und die neuere multimodale Schmerz-
behandlung (Kombination von Analgetika aus 
zwei oder drei Substanzklassen, z.B. Opioid + 
NSAID + Tranquilizer/Sedativum) [80, 81]. In 
derartigen Protokollen sind die einzelnen Sub-
stanzen durch Ausnutzen der synergistischen 
Wirkung relativ niedrig dosiert, was wiederum 
die Nebenwirkungen reduzieren kann. Auf-
grund der – teilweise umstrittenen - hohen 
Dosierungen von Schmerzmitteln bei Mäusen 
(z.B. Meloxicam 5-20 mg/kg KGW [25, 82], 
Buprenorphin 0.03-2.5 mg/kg KGW [83]) sind 
die Nebenwirkungen oft erheblich. So verur-
sacht Buprenorphin verminderte Futter- und 
Wasseraufnahme, Hyperaktivität und Hy-
perthermie [84-87]. Aus eigenen Erfahrungen 
ist darüber hinaus gestörtes Putzverhalten und 
Ruhelosigkeit, sowie Erhöhung der Herzfre-
quenz nach Absetzen von Buprenorphin be-
kannt. Diese Nebenwirkungen behindern die 
post-operative Erholung und verunmöglichen 
die Beurteilung der Rekonvaleszenz. Die weite-
ren Nebenwirkungen von Schmerzmitteln bei 
Mäusen sind wenig dokumentiert. Aus eigenen 
Erfahrungen sind Blutungen im Wundbereich 
und im Magen-Darmtrakt bei Carprofen im pre-
emptiven und post-operativen Einsatz vorge-
kommen. Aus mündlichen Berichten von 
schweizerischen und ausländischen Arbeits-
gruppen sowie eigenen Erfahrungen sind plötz-
liche Todesfälle bei Kombination von Bupre-
norphin mit Inhalationsanaesthetika dokumen-
tiert. Die Toxizität (100% Todesfälle) durch 
Flunixin bei fünffacher Überdosierung in Ratten 
wurde in persönlichen Gesprächen berichtet 
(mündliche Berichte: Klaas Kramer, Utrecht; 
Daniel Konrad, Zürich; Conrad Curdin, Zürich; 
Julia Henke, München).  
Erkennen von Belastung 
Bei der Interpretation der Reaktion von Mäusen 
auf Schmerzreize und Stressoren ist eine Viel-
zahl von Einflüssen und Faktoren zu berücksich-
tigen. Die Reaktionen können stamm- [88, 89] 
und geschlechtsspezifisch [90] unterschiedlich 
ausfallen, von der Konditionierung [91] abhän-
gen, durch Routinearbeitsabläufe bei der Tier-
pflege [92, 93], bei Probennahme und Sub-
stanz-Applikation induziert sein [94]. Die Reak-
tion kann von früheren Erfahrungen [95, 96] 
und von sozialen Einflüssen [97] geprägt sein 
oder von der Ernährung respektive Energiezu-
fuhr abhängen [98].  
So ist auch bei Mäusen das Auslösen von 
stress-induzierter Analgesie ein bekanntes Mo-
dell [99-103]. Als Stressor wird häufig 3 Minu-
ten Schwimmen in kaltem Wasser (10°C), oder 
Fixieren in einem Rohr eingesetzt, wodurch 
opioid-abhängige oder opioid-unabhängige 
Analgesie ausgelöst wird. Man nimmt an, dass 
die induzierten Reaktionen, die mit Analgesie 
einher gehen, die Tiere vor den physiologischen 
Konsequenzen unerträglicher Schmerzen und 
Angst bewahren. Sie zeigen auch, dass Angst, 
Schmerz und Distress/Allostatic load, oft nur 
schwer voneinander zu trennen sind.  
Furcht, Angst, Schmerz und Distress/Allostatic 
load werden zwar im Gehirn in unterschiedli-
chen Bereichen verarbeitet, lösen aber fast 
identische Reaktionen aus, z.B. Erhöhen von 
Herzfrequenz und Blutdruck [53]. Da es in der 
klinischen Situation meistens zum Zusammen-
wirken dieser Empfindungen kommt, und alle 
zur Belastung beitragen können, muss es für 
die generelle, zusammenfassende Interpretation 
der Resultate nicht entscheidend sein, ob eine 
Beeinträchtigung des Wohlbefindens beispiels-
weise durch post-operative Schmerzen alleine 
oder in Kombination mit Distress/Allostatic load 
verursacht ist. Der Anteil der einzelnen Fakto-
ren Schmerz, Stress, Furcht und Angst wäre 
interessant zu wissen, könnte dies doch die 
Medikation beeinflussen, indem bei grosser 
Beteiligung von Angst/Furcht anxiolytisch wir-
kende Substanzen zusätzlich angewendet wür-
den. Beim derzeitigen Wissenstand sind die 
primär interessierenden Befunde das Ausmass 
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und die Dauer der gesamten Belastung. Die 
Schwere und Dauer der Belastung haben Aus-
wirkungen auf die Erstellung von Datenerfas-
sungsblättern (score sheets), Festlegung von 
Abbruchkriterien, Erstellung von Schmerzbe-
handlungs-Protokollen und Durchführung der 
Schmerztherapie im Arbeitsalltag.  
Ursachen von Belastung  
Es kann davon ausgegangen werden, dass 
Belastung vor allem durch Schmerzen und 
Distress/Allostatic load verursacht wird; Wohl-
befinden ist das Gegenteil von Belastung. 
Schmerzen sind häufig durch Krankheiten oder 
Eingriffe verursacht und Furcht/Angst wird 
durch Stressoren ausgelöst. Beeinträchtigungen 
von körperlicher Integrität und Furcht/Angst 
sind damit als Ursachen von Belastung einge-
schlossen. Damit ist auch Leiden, als häufig 
lang dauernder Prozess von gering- oder mit-
telgradigen Schmerzen oder Distress/Allostatic 
load, als Belastung anzusehen. Dies entspricht 
der in der Schweiz gebräuchlichen Einteilung 
der Schweregrade vor Versuchsbeginn; hier 
werden als belastende Tierversuche „…zu 
Schmerzen, Leiden, Schäden, schwerer Angst, 
erheblichen Beeinträchtigungen des Allgemein-
befindens führende Versuche“ bezeichnet 
[104].  
Schmerz und Distress/Allostatic load sind vom 
subjektiven Empfinden, der Wahrnehmung und 
Verarbeitung durch das Individuum abhängig. 
Damit sind beide Zustände nicht direkt messbar 
und schwer objektiv zu beurteilen. Sie werden 
anhand der Reaktionen, die sie im Organismus 
auslösen, identifiziert [54]. Diese Reaktionen zu 
quantifizieren und zu bewerten sollte die diffe-
renzierte Beurteilung des Wohlbefindens, der 
Lebensqualität oder der Belastung erlauben.  
Es wird damit eine Bewertung vorgenommen, 
inwieweit die Reaktion des Organismus vom 
Equilibrium abweicht - in anderen Worten, es 
wird verglichen, inwieweit Veränderungen des 
Verhaltens oder des Körpers einen pathologi-
schen Befund darstellen. Dazu können ver-
schiedene Parameter heran gezogen werden, 
die eine Interpretation in diesem Sinne ermögli-
chen [1, 59]. Dabei muss immer berücksichtigt 
werden, dass die Resultate nur indirekte Belege 
sind und keinen kausalen Beweis erlauben. Das 
Einschätzen von Wohlbefinden ist demnach ein 
relatives Konzept und es sollten mehrere Para-
meter zusammen gefasst ausgewertet und in-
terpretiert werden [1]. Die Methoden und Pa-
rameter, die zur Einschätzung von Wohlbefin-
den bei Tieren derzeit heran gezogen werden 
oder für die Zukunft in der Diskussion stehen, 
sind im Folgenden erläutert.  
Parameter zur Belastungseinschät-
zung 
Modelle aus der Schmerzforschung, 
analgesiometrische Tests 
Für die Erforschung von Schmerzen und von 
Behandlungsmethoden, insbesondere für Dosis-
findung von Analgetika, wird eine Graduierung 
von subjektiven Empfindungen vorgenommen. 
Dazu werden neben klinischen Studien beim 
Menschen, die ihre Wahrnehmungen ausdrü-
cken können, bei Tieren analgesiometrische 
Tests benutzt. Damit wird das Verhalten der 
Tiere beurteilt, wobei die Tests sich häufig auf 
kurze Reaktionen oder Reflexe beziehen; Bei-
spiele sind die Abwehrbewegungen des 
Schwanzes aufgrund von lokaler Erwärmung 
(tail flick), die Zeit bis zum Anheben und Lecken 
von Pfoten wenn die Maus auf einen warmen 
Untergrund gesetzt wurde (hot plate), Kontrak-
tionen der Bauchdecke nach Injektion von rei-
zender Flüssigkeit in die Bauchhöhle (writhing) 
oder die Lahmheit nach Injektion von Entzün-
dung induzierender Lösung (z.B. Freunds Adju-
vant) in die Fusssohle. Darüber hinaus sind 
Modelle verbreitet, die vor allem Hyperalgesie 
oder Allodynie beurteilen. Beispielsweise wird 
die Reaktion auf graduierte Berührungsreize 
durch von Frey Filamente an der Hinterfusssoh-
le nach Ligatur von versorgenden Nerven ge-
messen. Die Modelle der Schmerzforschung 
werden bevorzugt an Ratten durchgeführt und 
sind seit Jahren standardisiert und weit verbrei-
tet. Sie können aber die Einschätzung von 
Schmerzen unter klinischen Bedingungen, wie 
sie bei für die Beurteilung von Belastung erfor-
derlich sind, nicht unterstützen, da sie, wie 
bereits erwähnt, entweder Reflexe oder schnel-
le Reaktionen auf einen kurzen Reiz detektie-
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ren, oder pathologische Formen von Schmerzen 
detektieren (z.B. neuropathische Schmerzen, 
verursacht durch die Anpassung des Zentral-
nervensystems – Neuroplastizität - nach Be-
schädigung von peripheren Nerven).  
Äussere Erscheinung, Körperhaltung und 
allgemeines Verhalten 
Im Allgemeinen beruht die Einschätzung von 
Schmerzen und Leiden hauptsächlich auf dem 
Verhalten und dem allgemeinen äusseren Er-
scheinungsbild der Tiere. Dabei sind die tierart-
spezifischen Anzeichen im klinischen Umfeld, 
vor allem bei Hunden, Katzen, Pferden und 
landwirtschaftlichen Nutztieren, bekannt und es 
besteht Erfahrung in der Beurteilung und dem 
Einsatz von schmerzlindernden Massnahmen. 
Dagegen sind bei nachtaktiven Nagern ungleich 
weniger Anzeichen zur Identifikation von 
Schmerzen bekannt, bei Mäusen werden als 
Anzeichen für Schmerzen und Leiden folgende 
Symptome genannt [1, 16, 18, 23]:  
 
Äussere Erscheinung, Körperhaltung:  
¾ Haarkleid rau, ungepflegt, ungeputzt, Piloe-
rektion 
¾ Verklebte Augen, Augen geschlossen, Sek-
retspuren 
¾ Aufgekrümmte Körperhaltung, aufgezoge-
nes Abdomen (Buckel) 
¾ Unnatürliche Körperhaltungen 
¾ Eingefallene Flanken, Reduktion des Kör-
pergewichtes 
¾ Selbstverstümmelung 
 
Verhalten: 
¾ Apathie (Tier bewegt sich kaum) 
¾ Hyperaktivität, Ruhelosigkeit 
¾ Zittern, Spasmen 
¾ Gestörter Schlafrhythmus oder zirkadianer 
Rhythmus 
¾ Aggression 
¾ Absonderung von der Gruppe 
¾ Verminderte Futter- oder Wasseraufnahme 
 
Dabei sind Anzeichen wie gestörter Schlaf-
rhythmus oder Hyperaktivität und Ruhelosigkeit 
kaum bei der üblichen Kontrolle und Beurtei-
lung, bestehend aus einer bis 10 Minuten dau-
ernden Beobachtungsphase (Begutachtung im 
Heimkäfig zunächst in Ruhe, dann auf dem 
Käfiggitter und nach Zurücksetzen in den Kä-
fig), zu erkennen. Deutliche Veränderungen der 
äusseren Erscheinung, wie verschmutztes Fell, 
Piloerektion, Buckel oder Selbstverstümmelung, 
deutliche Apathie (keine Bewegungen nach 
Stimulierung) sind Symptome, die in der Regel 
nur bei moribunden Tieren beobachtet werden 
können. Sie gehen meist dem unmittelbar be-
vorstehenden Tod des Tieres voraus und weisen 
häufig auf schwere Zustände von Schmerzen 
oder Leiden hin. Auch die Palpation von als 
schmerzempfindlich anzunehmenden Körperbe-
reichen ist selten aufschlussreich [105-109]. Als 
Schlussfolgerung muss festgestellt werden, 
dass die übliche Beobachtung und Untersu-
chung von Mäusen für die Erkennung von ge-
ring- und mittelgradigen Schmerzen und Leiden 
kaum Hinweise geben kann.  
Pain scales (Schmerzskalen) und score 
sheets (Datenerfassungsblätter) 
Um den Grad von Schmerzen anhand von Zah-
len festzulegen wurden in der Humanmedizin 
pain scales entwickelt. Weit verbreitet ist die 
einfach anzuwendende visual analog scale 
(VAS). Dabei wird dem Patienten eine Linie von 
10 cm Länge vorgelegt, die keine Graduierung 
hat, jedoch am einen Ende die „schlimmsten 
Schmerzen“ und am anderen Ende „keine 
Schmerzen“ darstellt. Der Patient kann den 
subjektiv empfundenen, aktuellen Zustand auf 
der Linie markieren. Dieser Punkt wird ausge-
messen und drückt damit in Zahlen die 
Schmerzgradierung aus. Andere Formen der 
Beschreibung von Schmerzen sind einfache, 
deskriptive Dokumentationen (simple descripti-
ve scales (SDS)) oder numerische, abgestufte 
Graduierungen (numeric rating scales (NRS)) 
[22, 83]. Alle Graduierungen beruhen darauf, 
dass der Patient seine Empfindungen eindeutig, 
in der Regel verbal, ausdrücken kann. Dies ist 
bei kleinen Kindern und Neugeborenen nicht 
möglich, weshalb in der Humanmedizin hier 
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oftmals sogenannte Einschätzungen des Ge-
sichtsausdruckes heran gezogen werden. Diese 
Beurteilungsschemata erfordern keine Messung 
oder Einschätzung von vorgegebenen, definiti-
ven Parametern. In den Bereich der Versuchtie-
re übertragen bedeuten sie, dass der Experi-
mentator mit einem kurzen Blick auf das Ver-
suchstier ein Urteil über das Vorhandensein und 
die Schwere von Schmerzen abgibt.  
Da diese Vorgehensweise selten als objektive 
Einschätzung von Schmerzen bei Tieren akzep-
tiert wird, wurden sogenannte zusammenge-
setzte, multifaktorielle Schmerzskalen (compo-
site rating scales) entwickelt. Sie erfordern die 
Beurteilung von vorgegebenen Parametern. 
Diese beruhen zunächst auf dem Verhalten des 
Tieres in seiner gewohnten Umgebung. Die 
Beobachtung des Tieres kann in die Überprü-
fung ausgewählter physiologischer Werte (z.B. 
Atemfrequenz, Atemtyp, Herzfrequenz, Körpe-
rinnentemperatur, Palpation des Abdomens) 
und spezifischer Symptome (z.B. Lahmheit bei 
orthopädischen Eingriffen an den Gliedmassen, 
Lähmungen bei neurologischen Defiziten) über-
gehen. Ein wesentlicher Punkt bei der Beurtei-
lung von grösseren Tieren (Schafe, Ziegen, 
Schweine, Hunde, Katzen, u. a.) ist die Interak-
tion des Tieres mit dem Besitzer und/oder dem 
Untersucher sowie die Reaktion auf 
schmerzauslösende Manipulationen wie das 
Berühren einer Wunde.  
Dieses Konzept der Schmerzbeurteilung hat 
offenbar in der klinischen Veterinärmedizin in 
den letzten Jahren zunehmend Verbreitung 
gefunden. Im Bereich der Labortiere wurde es 
zu sogenannten Datenerfassungsblättern (score 
sheets) entwickelt, die zur Dokumentation häu-
fig in Tierversuchsbewilligungen vorgeschrieben 
werden und Entscheidungsbasis für Schmerz-
therapie und Abbruchkriterien vorgeben. Die 
Datenerfassungsblätter sind bei Tierarten wie 
Schaf, Schwein und Kaninchen – nach unseren 
Erfahrungen – mit Erfolg einsetzbar. Bei Mäu-
sen ist die Auswahl an zuverlässigen Parame-
tern, die in die Datenerfassungsblätter einge-
setzt werden können jedoch so begrenzt, dass 
die Befunde oft auf die versuchsspezifischen 
Daten beschränkt bleiben, was die Einschät-
zung von Belastung dann wiederum erschwert 
(siehe auch „Äussere Erscheinung, Körperhal-
tung und allgemeines Verhalten“ sowie 
„Schmerz-spezifische Verhaltensabweichun-
gen“).  
Lokomotorische Aktivität 
Es kann davon ausgegangen werden, dass auch 
bei Mäusen die lokomotorische Aktivität bei 
Erkrankungen, Schmerzen und Leiden herab 
gesetzt ist [86, 108, 110, 111]. Das reduzierte 
Bewegungsverhalten nachzuweisen ist bei 
nachtaktiven Tieren, die auf Berührung durch 
den Menschen grundsätzlich mit Flucht reagie-
ren, schwierig. Es werden deshalb Aufzeich-
nungen über längere Zeiträume (Stunden) in 
Abwesenheit des Experimentators und auch in 
der Nacht (z.B. mit Infrarot-sensitiven Kameras) 
mit Erfolg eingesetzt. Darüber hinaus konnten 
klassische Verhaltenstests wie open-field activi-
ty und primary observation test, bei denen die 
Maus in ein neues, unbekanntes Areal umge-
setzt wird, nicht für die Identifikation von 
Schmerzen oder Leiden benützt werden [107, 
108, 112].  
Schmerz-spezifische Verhaltensabwei-
chungen 
Da die automatisierte Erfassung von Verhalten, 
auch bei einem relativ einfach detektierbaren 
Parameter wie dem Bewegungsmuster im Kä-
figareal, sehr aufwändig und unter Praxisbe-
dingungen nicht durchführbar ist, wurde ver-
sucht, typische Verhaltensänderungen bei be-
stimmten Schmerzzuständen (nach Laparoto-
mie, bei Tumoren im Abdomen) zu identifizie-
ren. Dies wurde zunächst bei der Ratte etab-
liert, wo kurz nach Laparotomie ein Aufkrüm-
men des Rückens und zuckende Bewegung des 
Rückenfells gefunden wurde. Diese Anzeichen 
waren spezifisch für Schmerzen nach chirurgi-
schem Eingriff in der Bauchhöhle, konnten aber 
bei Schmerzen aufgrund von Tumoren im 
Bauchraum nicht nachgewiesen werden. Ähn-
lich den für Ratten anscheinend typischen, kur-
zen Bewegungsmustern nach Bauchhöhlener-
öffnung wurden kürzlich auch bei der Maus 
Verhaltensabweichungen wie Strecken, Pressen 
des Abdomens auf den Untergrund, Anheben 
eines Hinterbeines oder Kontraktion der 
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Bauchmuskeln beschrieben. Allerdings bleibt 
besonders bei der Maus eine gewisse Skepsis 
angebracht, da die Veränderungen eine Stunde 
nach der Anaesthesie und in fremder Umge-
bung gefunden wurden. Die Verhaltensabwei-
chungen wurden kumulativ (drei Verhaltens-
muster zusammen genommen ergaben leicht 
signifikante Unterschiede) nachgewiesen und 
waren nur unter einer klinisch bisher nicht rele-
vanten, extrem hohen Dosierung eines 
Schmerzmittels zu reduzieren. Dabei fehlte eine 
entsprechende Kontrollgruppe, d.h. Mäuse, die 
mit Schmerzmittel behandelt waren ohne dass 
der chirurgische Eingriff vorgenommen wurde, 
wurden nicht untersucht [82]. Immerhin wur-
den ähnliche Symptome inzwischen auch von 
einer anderen Forschergruppe gefunden [113]. 
Darüber hinaus sind keine Dokumentationen zu 
spezifischen Verhaltensänderungen bei mode-
raten Schmerzen in Mäusen publiziert.  
Vokalisation, Lautäusserungen 
Lautäusserungen zur Identifikation von Schmer-
zen [18, 96, 114, 115] können bei Mäusen und 
Ratten relativ einfach auch über längere Zeit-
räume (z.B. über Nacht) aufgenommen werden, 
ohne dass die Tiere durch den Untersucher 
gestört werden. Die Interpretation der Laute ist 
jedoch schwierig, da keine etablierten Daten 
über das genaue Spektrum der natürlichen 
Lautäusserungen und ihre Bedeutung bei Mäu-
sen und Ratten vorliegen. Auch haben sich 
grosse individuelle Unterschiede gezeigt und 
die bisherigen Publikationen waren nicht immer 
ermutigend, da extreme Lautäusserungen auch 
ohne das Zufügen von Schmerzen fest gestellt 
wurden [114, 116]. Ratten scheinen jedoch 
positive Emotionen durch Laute auszudrücken 
[117, 118].  
Körpergewicht, Futter- und Wasserauf-
nahme 
Körpergewichtsverlauf respektive Reduktion 
von Körpermasse und die täglich aufgenomme-
ne Futtermenge werden bei kleinen Labortieren 
oft in Datenerfassungsblättern (score sheets) 
zur Einstufung der Belastung und zum Festle-
gen von Abbruchkriterien (humane endpoints) 
zugrunde gelegt. Das Sistieren oder die Ver-
minderung der Nahrungsaufnahme und folgen-
der Gewichtsverlust sind bei Tieren, die unter 
Schmerzen leiden oft beschrieben [18, 22, 23, 
53, 86, 109, 119, 120] obwohl diese Sympto-
me unspezifisch und nicht sehr sensitiv sind 
[21]. Dies gilt auch für die Wasseraufnahme, 
die gelegentlich erfasst wird [16, 20, 22, 23]. 
Bei der täglichen Wägung der Futter- und Was-
sermenge ist für die Ermittlung einigermassen 
zuverlässiger Ergebnisse die Einzelhaltung der 
Tiere erforderlich, was bei sozial lebenden Tier-
arten unter Umständen ungünstige Auswirkun-
gen auf das Wohlbefinden haben kann.  
Wachstumskurven und Fruchtbarkeit 
Wachstumskurven, Gewichtszunahme und 
Fruchtbarkeit werden, obwohl nicht mehr weit 
verbreitet, auch noch als Indizien für gute Hal-
tung und Wohlbefinden bei Labor- und Nutztie-
ren heran gezogen [121, 122]. Die Interpretati-
on der Ergebnisse ist jedoch oft irreführend 
(z.B. bei erhöhter Reproduktion aufgrund der 
Kompensation ungünstiger Umweltbedingun-
gen), so dass diese Daten eher ergänzenden 
Charakter haben [123].  
Morphologische Veränderungen 
Da lang dauernde, belastende Situationen und 
eventuell Leiden morphologische Veränderun-
gen von Organen der HPA- und SAM-Achse, 
des Immunsystems und möglicherweise der 
Fortpflanzungsorgane induzieren, können post 
mortem erhobene Vergleiche von Organgewich-
ten (insbesondere Milz und Nebenniere) Hin-
weise auf gestörtes Wohlbefinden geben [124, 
125]. Darüber hinaus können pathologische 
Befunde auf allgemein geschädigtes Wohlbe-
finden hinweisen, beispielsweise Magenge-
schwüre bei Kälbern [126], Schweinen [127, 
128], Pferden [129-131] und Ratten [132] oder 
Verletzungen aufgrund der Haltungsbedingun-
gen [133]. Systematische histologische Unter-
suchungen können gelegentlich bei gezielten 
Fragestellungen, wie der reizenden Wirkung 
von Substanzen [37, 106-108, 112, 134-136] 
oder nach Routine-Eingriffen [137] Hinweise 
auf das Ausmass der Belastung geben.  
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Stresshormone: Corticosterone, ACTH, 
Adrenalin, Noradrenalin 
Zur Identifikation belastender Zustände bietet 
es sich an, die Konzentration der Substanzen, 
die als Vermittler der HPA- und SAM-Achsen 
dienen, im Organismus zu bestimmen und zu 
vergleichen. Katecholamine (Adrenalin, No-
radrenalin) können im Plasma gemessen wer-
den [73, 138, 139], Corticosterone-Messungen 
sind fast als Standard anzusehen. Dabei stellt 
sich bezüglich der Messung bei Ratten und 
Mäusen primär die Frage, wie die Ergebnisse 
gewonnen wurden.  
Sind die Messungen im Blut/Serum vorgenom-
men worden [140-142], ist es ein grosser Nach-
teil, dass aufgrund des schnellen Freisetzens 
von Katecholaminen und Glucocorticoiden die 
Blutentnahme sehr schnell erfolgen muss, ohne 
die Tiere in Angst zu versetzten. Die Basiswerte, 
die bei wiederholten Blutentnahmen in wachen 
Tieren genommen werden, können stark variie-
ren und entsprechen keinesfalls dem Ruheni-
veau, da die Tiere auf die Blutentnahme selbst 
mit Aktivierung der HPA- und SAM-Achsen 
reagieren. Bei Ratten wird deshalb die Blutent-
nahme über vorgängig implantierte Katheter 
empfohlen [143-145]. Mäuse werden häufig für 
die Blutentnahme getötet, zum Beispiel durch 
Dekapitation, da eine relativ hohe Blutmenge 
sehr schnell gewonnen werden muss ohne die 
HPA- und SAM-Achsen durch die Blutentnahme 
selbst zu aktivieren [146].  
Blutentnahmemethoden, insbesondere für wie-
derholte Blutgewinnung, sind bis jetzt mehr-
heitlich in Ratten beschrieben [147-157]. Dies, 
da sie für pharmakologische und toxikologische 
Untersuchungen in der Industrie als Routine 
benötigt werden, wo vorrangig Ratten als Na-
gerspezies in eingesetzt werden. Bei Mäusen 
gibt es wenig Literatur [158, 159], obwohl 
Blutentnahmen relativ häufig, besonders an 
Universitäten und Forschungsinstituten durch-
geführt werden. Viele Methoden zur Blutent-
nahme bei Kleinnagern haben den Nachteil, 
das sie nur unter Allgemeinanaesthesie vorge-
nommen werden können, was wiederum HPA- 
und SAM-Achsen stimuliert [160, 161].  
Werden die Konzentrationen von Corticostero-
ne in Urin oder Kot gemessen, ist eine unge-
störte Probennahme meistens möglich, es bleibt 
aber die tageszeitlich bedingte, starke natürli-
che Schwankung der Ausscheidung von Gluco-
corticoiden und den Metaboliten als Störfaktor 
bestehen [162, 163]. Diese wurde in den Publi-
kationen von Touma und Ko-Autoren detailliert 
und fundiert beschrieben. Die Untersuchungen 
basieren auf einem von der Forschergruppe in 
Kaninchen produzierten Antikörper und sind 
damit nicht allgemein zugänglich [164]. Auf-
grund der genannten Faktoren sollten die Mes-
sungen validiert werden [58, 165] und Untersu-
chungen, die auf Corticosterone-Messungen in 
Urin und Kot basieren, sind mit Vorsicht zu 
interpretieren. Dadurch können Corticosterone-
Messungen oftmals die Zeitdauer und das 
Ausmass der Belastung nicht genau dokumen-
tieren.  
Physiologische Parameter 
Für die Erkennung und Einschätzung von 
Schmerzen wurde auch der Einbezug von phy-
siologischen Parametern wie Blutdruck, Herz-
frequenz und Körpertemperatur vorgeschlagen 
[18, 20-22]. Um diese Daten in Mäusen detek-
tieren zu können ist in der Regel die telemetri-
sche Aufzeichnung erforderlich. Da diese 
Messwerte nicht per se spezifisch für Schmer-
zen sind, ist eine äusserst vorsichtige und ge-
naue Standardisierung und Abgrenzung von 
artifiziellen Einflüssen unabdingbar. So werden 
auch durch angenehme Ereignisse Veränderun-
gen ausgelöst, beispielsweise durch Paarung, 
Futter, Belohnung, Exploration, u. v. m. [59]. 
Häufig unberücksichtigt bleibt, dass Käfigwech-
sel territoriale Verhaltensweisen (z.B. Markie-
ren) und Exploration induziert und dadurch zu 
Erhöhung von Herzfrequenz und anderer phy-
siologischer Parameter führt [92].  
Dies wurde bei einer kürzlich veröffentlichten 
Studie, die Blutdruck- und Herzfrequenzverän-
derungen nach Embryotransfer untersuchte, 
nicht bedacht, so dass trotz der aufwändigen 
Methoden die Änderung der Haltungsbedin-
gungen die Ergebnisse überlagerte [166]. Dar-
über hinaus wurde Buprenorphin als Schmerz-
mittel eingesetzt, was bei Nagern zu Verhal-
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tensanomalien (Ruhelosigkeit, Reduktion der 
Futteraufnahme, u. a.) und zur Beeinflussung 
der gemessenen Parameter führt (siehe auch 
„Schmerzbehandlung bei Mäusen“) 
Körpertemperatur 
Veränderungen der Körpertemperatur werden 
gelegentlich zur Beurteilung des Befindens oder 
dem Festlegen von Abbruchkriterien vorge-
schlagen. So ist bekannt, dass sogenannte 
stress-induzierte Hyperthermie durch Konfron-
tation von Ratten mit einem neuen Käfiggenos-
sen ausgelöst wird [167]. Bei Mäusen mit sys-
temischen viralen [168] oder fungalen [18] 
Infektionen kommt es zum deutlichen Absinken 
der Körpertemperatur. Bei den bekannten Mo-
dellen mit Injektion von bakteriellen Bestandtei-
len wie Lipopolysacchariden kommt es hinge-
gen zu Hyperthermie [169]. Die Messmethoden 
bedürfen der Standardisierung um Zuverlässig-
keit sicher zu stellen [20], insbesondere da 
Messungen, die mit der Manipulation der Maus 
durch den Untersucher einher gehen zu erhöh-
ten Werten führen, da die Prozedur per se ei-
nen Anstieg der Körpertemperatur auslöst. 
Darüber hinaus sind keine fundierten, gezielten 
Studien zu Grenzwerten und Aussagekraft der 
Körpertemperaturmessungen bekannt.  
Herzfrequenz, Herzfrequenzvariabilität 
Die Herzaktion wird durch das autonome Ner-
vensystem an die Anforderungen des Organis-
mus (physische Aktivität, Schlaf, etc.) und auch 
an belastende Situationen angepasst. Eine 
niedrige Ruhe-Herzfrequenz wurde als Marker 
für Stress-Toleranz angesehen [170] und bei 
Menschen fest gestellt, die sich glücklich und 
zufrieden fühlen [77]. Erhöhte Ruheherzfre-
quenz wurde bei Patienten mit Reizkolon [171] 
und interstitieller Zystitis [172] gefunden. Die 
Erhöhung der Herzfrequenz als Reaktion auf 
belastende Situationen wird häufig bei Nutztie-
ren beschrieben [173-175]. Bei Ratten wurde 
der Herzfrequenzanstieg zur Beurteilung der 
Wirksamkeit von pharmakologischen Substan-
zen in einem analgesiometrischen Modell von 
Viszeralschmerz benutzt [176]. Bei Labormäu-
sen wurde ein Anstieg der Herzfrequenz für 5-7 
Tage nach Implantation von telemetrischen 
Blutdrucksendern beschrieben [177]. Bei den 
Daten der Herzfrequenz, die oft relativ einfach 
zu erheben sind, ist zu berücksichtigen, dass 
die Ergebnisse durch verschiedene Umstände 
(fremde Umgebung, Messvorgang, Bewegung, 
Aufregung, Freude u. a.) verändert sein kön-
nen.  
In der Humanmedizin kam in den 1990er Jah-
ren ein vermehrtes Interesse an der Herzfre-
quenzvariabilität für den Nachweis der vagalen 
bzw. sympathischen Modulation des Herz-
rhythmus auf. Die verschiedenen Parameter, die 
aus den Elektrokardiogrammen ermittelt wer-
den konnten, wurden allmählich standardisiert 
[176, 178]. Es zeigte sich, dass für kurzzeitige 
Messungen (z.B. 5-20 Minuten bei körperlicher 
Ruhe) die Spektralanalyse (frequency domain 
analysis) dienlich ist, während für längere Auf-
zeichnungen (z.B. über 24 Stunden) die Zeitbe-
reichsanalyse (time domain analysis) sinnvoll 
ist. Die Messung der Herzfrequenzvariabilität 
wird beim Menschen in vielen Bereichen von 
Klinik und Forschung verwendet (Herz-
Kreislauf, Diabetes, Psychiatrie, Psychologie, 
etc.) [179]. Kürzlich wurde auch eine Korrelati-
on von Herzfrequenzvariabilität mit dem Verlauf 
der Erholung nach chirurgischem Eingriff im 
Bauchraum und dem Auftreten von Komplikati-
onen nachgewiesen [180, 181].  
Auch bei Pferden [182, 183], Wiederkäuern 
[184-186] und Wachteln [187] wurde in den 
letzten Jahren die Herzfrequenzvariabilität ge-
messen und standardisiert [179]. Bei Ratten 
[188] und Mäusen wird Herzfrequenzvariabilität 
vermehrt zur Datenanalyse benutzt; die tierart-
spezifischen Besonderheiten wurden ausgear-
beitet und haben zur Standardisierung der Me-
thode geführt [189]. Beim Menschen und allen 
Tierarten hat sich die SDNN als wichtiger Para-
meter heraus kristallisiert: es handelt sich dabei 
um die Standardabweichung der normalisierten 
Abstände zwischen den Herzschlägen. Sie ist 
somit die Standardabweichung des interbeat 
interval, wobei Arrhythmien und ektopische 
Herzaktionen, die bis 5% betragen können, 
ausgeschlossen sind. 
Insbesondere bei Mäusen wurde darauf hinge-
wiesen, dass Daten eines Individuums über 
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Monate stabil bleiben; deshalb ist der Vergleich 
von Daten einer Maus über die Zeit, d.h. Kon-
trollmessung versus Experiment, empfohlen. 
Standardisierte Umgebungsbedingungen und 
Berücksichtigung der tageszeitlichen Rhythmizi-
tät sind unabdingbar. Ebenso Intervall-
Messungen: 5 Minuten-Stichproben über 3 
Stunden gemessen sind einer permanenten 
Aufzeichnung von 3 Stunden an Genauigkeit 
überlegen. Eine Unterteilung der Daten in die 
12-Stunden-Tag- und 12-Stunden-Nacht-
Phasen ist empfehlenswert, ebenso sollte bei 
telemetrischen Messungen den Mäusen nach 
der Implantation des Senders eine Erholung von 
mindestens 2 Wochen bis zur Stabilisierung der 
Parameter gewährt werden [189].  
 
Eigene Arbeiten: Beurteilung der Belastung bei Mäu-
sen in Haltung und Versuch 
 
Telemetrie-System 
Telemetrie (Fernmessung) bezeichnet die kabel-
lose Übertragung von Messdaten von einem am 
Messort befindlichen Sensor zu einer räumlich 
getrennten Stelle. Bei der radio-telemetrischen 
Datenerhebung werden Messwerte, die von 
einem Sensor detektiert werden mittels Radio-
wellen an eine Empfängerstation gesendet. 
Damit ist der Sensor gleichzeitig ein Sender, der 
an einem Tier befestigt sein kann (z.B. mit ei-
nem Geschirr oder Halsband) oder in den Kör-
per eingesetzt wurde.  
Das in den vorliegenden Arbeiten benutzte, 
kommerziell erhältliche Telemetrie-System be-
steht aus Sendern, Empfängerplatten, Matrix, 
Computer sowie diversen Programmen für Da-
tenaufnahme und –analyse (Data Sciences In-
ternational, St. Paul, MN, USA). Es wird für 
Versuche bei Säugetieren (u. a. Primaten, Hun-
de, Schweine, Ratten, Mäuse, Wildtierarten) 
und Fischen verwendet. Der Sender ist im Kör-
per implantiert und wird bei Beginn der Mes-
sungen mit Hilfe eines Magneten, der kurz an 
den Körper des Tieres gehalten wird, einge-
schaltet (und kann ebenso zur Beendigung der 
Messung wieder ausgeschaltet werden). Der 
Sender gibt die Messwerte als Signale an die 
zugehörige Empfängerplatte, die sich unter 
dem Käfig oder in der Nähe der Maus befindet 
weiter, von wo sie dann über Kabel in eine 
Matrix und dann an einen Computer im Tier-
raum weiter geleitet werden (Abbildung 5). Der 
lokale Computer ist mit einem Server verbun-
den, so dass die Daten mehrfach gespeichert 
werden und an anderen Computern ausserhalb 
der Tierräume eingesehen und analysiert wer-
den können. Damit ist es möglich, im Tierraum 
permanent Messungen über mehrere Tage oder 
Wochen von bis zu 16 Mäusen gleichzeitig 
aufzunehmen, ohne dass die Tiere dies bemer-
ken oder durch die Anwesenheit des Menschen 
gestört werden. 
 
 
 
Abb. 5: Telemetrie-System 
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Für Mäuse sind verschiedene Sendertypen ver-
fügbar, die einerseits auf Druckmessungen (z.B. 
arterieller Blutdruck) und andererseits auf Bio-
potentiale (wie EEG, EKG, Elektromye-
lographie), oder auch auf Körpertemperatur 
ausgerichtet sind. In den vorliegenden Arbeiten 
wurde der Sendertyp TA10ETA-F20 eingesetzt, 
der EKG und Herzfrequenz kombiniert mit Kör-
pertemperatur und lokomotorischer Aktivität 
messen kann (Abbildung 6). Der Sender hat ein 
Gewicht von 3.5 g und ein Volumen von 1.9 cc. 
Er wurde in die Bauchhöhle der Mäuse unter 
Anaesthesie implantiert, wobei die EKG-
Elektroden in der Muskulatur der rechten Hals-
seite und am Xiphoid befestigt wurden (Abbil-
dung 7). Nach der Implantation wurden die 
Mäuse für 10 Tage einer intensiven post-
operativen Nachsorge unterzogen und hatten 
eine mindestens 8 Wochen dauernde Erho-
lungszeit (Abbildung 8). Die Details von 
Anaesthesie, Operationstechnik und post-
operativen Massnahmen sind in den beiliegen-
den Publikationen ausführlich beschrieben.  
Zur Datenerfassung mit Telemetrie ist zu be-
merken, dass standardisierte Bedingungen 
unbedingt eingehalten werden müssen da es 
ansonsten zu erheblichen Artefakten kommen 
kann. Es ist zu beachten, dass Mäuse nach 
Käfigwechsel die neue Umgebung ausgiebig 
explorieren und in Besitz nehmen. Dabei zeigen 
sie intensive physische Aktivität in Form von 
Wühlen, Graben, Klettern, Nestbau und Mar-
kieren. Dies führt nicht nur zu hohen Werten für 
lokomotorische Aktivität, sondern auch zur 
starken Erhöhung von Blutdruck, Herzfrequenz 
und Körpertemperatur. Bei gesunden Tieren 
sind die Werte nach 3-4 Stunden wieder fast 
normal, es ist aber, auch aufgrund eigener 
Messungen, davon auszugehen, dass die Adap-
tation noch bis zu 24 Stunden die Daten beein-
flusst. Vergleichbares geschieht bei Zusammen-
setzen mit einem neuen Käfigpartner, da die 
Konfrontation und das Etablieren der Rangord-
nung für einige Zeit, vermutlich ebenfalls bis zu 
24 Stunden, zur Erhöhung der Werte führt.  
 
 
Abb. 6: TA10ETA-F20 Transmitter 
 
 
Abb. 7: Transmitter im Abdomen 
 
Erholung
8 Wochen
Transmitter-Implantation
Experiment
> Vasektomie
> Immunisierung
> Biopsien
Abb. 8: Versuchsdesign 
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Für die Auswertung von telemetrischen Auf-
zeichnungen haben sich speziell bei Mäusen in 
den letzten Jahren neue Erkenntnisse ergeben. 
So können Versuche über längere Zeiträume 
durchgeführt werden, da es sich gezeigt hat, 
dass unter standardisierten Bedingungen die 
individuellen Normalwerte jeder ausgewachse-
nen Maus über viele Monate konstant bleiben. 
Dadurch können die Tiere bei geschickter Ver-
suchsplanung (z. B. randomisiertes, balanzier-
tes Block Design) [190] in mehreren Versuchen 
eingesetzt werden. Da jedes Tier auch die eige-
ne Kontrolle stellt, ist die Zahl der insgesamt 
erforderlichen Versuchstiere relativ niedrig. Für 
die Messzeiträume haben sich bestimmte Zeit-
punkte und Intervalle heraus kristallisiert, die zu 
zuverlässigen Ergebnissen führen [189]. Bei 
Langzeitmessungen über mehrere Tage wird 
häufig die Tag- und Nachtphase getrennt aus-
gewertet, was die Genauigkeit verbessert und 
Störungen des zirkadianen Rhythmus aufzeigt 
(Abbildungen 9 und 10).  
Bei den vorliegenden Versuchen wurden effi-
ziente Mess- und Datenanalyse-Strategien aus-
gearbeitet und standardisierte Bedingungen 
etabliert, wodurch die Methoden auf dem neu-
esten Stand sind und zuverlässige Ergebnisse 
lieferten. Dadurch wurde es möglich, mit einer 
niedrigen Zahl an Versuchstieren auszukom-
men, was – neben den eigentlichen Zielen der 
Versuche - auch ein Beitrag zum 3R-Konzept 
ist.  
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Abb. 9: Herzfrequenz [Schläge/Minute, bpm] 
bei einer gesunden Maus, gemessen 
mit Telemetrie. Messintervall: 30 
sec/5 min, Messdauer: 6.5 Tage. Die 
niedrigen Sequenzen liegen in der 
Tageslichtphase, die hohen Abschnit-
te sind während der Dunkelphase im 
Tierraum gemessen.  
 
 
Abb. 10: Zum Vergleich die Herzfrequenz ei-
ner Maus nach einem grösseren chi-
rurgischen Eingriff (major surgery). 
Die Herzfrequenz ist während der 
Tageslichtphase erhöht und der zir-
kadiane Rhythmus ist abgeflacht. 
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Haltungsbedingungen von männli-
chen Mäusen 
Späni, D., Arras, M., König, B., Rülicke T.  Higher heart 
rate in mice housed individually vs. in pairs [2003]  
Lab Anim, 37, 54-62 (Anhang 1) 
Rettich, A., Käsermann, H.P., Pelczar, P., Bürki, K., Arras, 
M.  The physiological and behavioral impact of sen-
sory contact among unfamiliar adult laboratory mice 
[2006]  J Appl Anim Welf Sci, 9(4), 277-88 (Anhang 
2) 
Probleme bei der Haltung von männli-
chen Labormäusen  
 
Problemstellung 
In natürlicher Umgebung leben Mäuse meist in 
Gruppen mit ausgeprägten sozialen Interaktio-
nen wie gegenseitiger Fellpflege oder gemein-
samer Aufzucht der Jungtiere durch mehrere 
Mütter in einem Nest. Vor allem männliche 
Mäuse sind territorial, sie setzen Duftmarken 
durch Urin [191, 192] und neigen dazu, je nach 
äusseren Gegebenheiten und Struktur der 
Gruppe, ein Gebiet gegenüber Rivalen zu ver-
teidigen [193, 194]. Die Aggression von männ-
lichen Mäusen gegenüber ihren gleichge-
schlechtlichen Artgenossen ist unter Laborbe-
dingungen ein Problem, da es bei Männchen in 
Gruppenhaltung zu Kämpfen kommen kann. 
Wenn in einer Männchen-Gruppe Kämpfe be-
gonnen haben, beruhigen sich diese kaum 
mehr, sondern es kommt zu tiefen und gross-
flächigen Verletzungen (Abbildung 11) bis hin 
zum Abbeissen der Genitalien und zum Tode, 
so dass am Ende nur noch das dominante 
Männchen in einer Gruppe unverletzt bleibt und 
überlebt. Derartige Probleme entstehen in einer 
stabilen Gruppe von männlichen Wurfgeschwis-
tern, die nie getrennt waren und nicht zur Zucht 
eingesetzt wurden, seltener als bei Männchen, 
die erst beim Absetzen oder längere Zeit da-
nach (>4 Wochen Alter) zu Gruppen zusammen 
gestellt wurden. Insgesamt muss bei der Hal-
tung von Männchen in gleichgeschlechtlichen 
Gruppen jederzeit damit gerechnet werden, 
dass es zu Kämpfen und Verletzungen kommt.  
 
 
 
          
Abb. 11: Verletzungen durch aggressive Käfiggenossen bei Männchen in Gruppenhaltung. Im Fall des 
schwarzen Tieres (C57BL/6, Zukauf/Import) auf der linken Seite wurden 6 Wochen alte Männ-
chen zu einer neuen Gruppe zusammen gestellt. Das Tier (eigene Zucht) auf der rechten Seite 
gehört zu einer Gruppe von männlichen Wurfgeschwistern.  
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Die Probleme mit der Haltung von männlichen 
Mäusen in Gruppen haben dazu geführt, dass 
in vielen Experimenten vorwiegend weibliche 
Mäuse eingesetzt werden. In kommerziellen 
Zuchtbetrieben wird deshalb der überwiegende 
Teil männlicher Jungtiere, die für den Verkauf 
vorgesehen sind, bereits im Alter von wenigen 
Tagen euthanasiert. Aus verschiedensten Grün-
den (z.B. Einfluss von Sexualhormonen und 
hormoneller Zyklus, geschlechtspezifische Un-
terschiede in der Inzidenz von Stoffwechseler-
krankungen und bestimmten Tumoren, etc.) 
können nicht alle Experimente mit weiblichen 
Tieren durchgeführt werden. In Vorratshaltung 
für Experimente befindliche Männchen werden 
beim Auftreten von Aggressionen meist sofort 
getötet und durch eine neue – hoffentlich we-
niger aggressive -  Gruppe ersetzt. Sind die 
Männchen bei Beginn der Aggressionen schon 
im Versuch oder handelt es sich um wertvolle 
Tiere (genetisch modifizierte Founder oder 
Nachkommen mit zu erwartenden Phänotyp im 
zunehmendem Alter, Tiere für Studien im al-
ternden Organismus) werden sie aus der Grup-
penhaltung in Einzelhaltung umgesetzt.  
Der Einfluss von Einzelhaltung auf Physiologie 
und Verhalten der Tiere und damit auf die Er-
gebnisse von Experimenten wird wenig beach-
tet. Gelegentlich erwähnte Befunde sind häufig 
auf eine experimentelle Isolation zurück zufüh-
ren, d.h. es handelt sich um die vollkommene 
Abschottung eines Tieres, dem somit der Ge-
ruchs-, Sicht- und Hörkontakt zu Artgenossen 
vollständig entzogen ist. Bei der Einzelhaltung 
von aggressiven Männchen in einem üblichen 
Tierraum sind jedoch derartige, passive Sozial-
kontakte über den Abstand der Käfige hinweg 
– zumindest in begrenztem Umfang – möglich. 
Ein Isolations-Experiment ist deshalb mit der 
Einzelhaltung innerhalb eines Tierraumes mit 
vielen, von Artgenossen belegten Käfigen, 
kaum vergleichbar. Darüber hinaus sind in Stu-
dien über Haltungsbedingungen wichtige As-
pekte, wie identische Käfiggrössen in Einzel- 
versus Gruppenhaltung, Geschlecht, Tierstamm, 
Einstreumaterial und Anreicherung, häufig nicht 
angegeben oder nicht standardisiert; dies be-
legt ein erst kürzlich erschienener Übersichtsar-
tikel [195].  
Einzelhaltung vs. Paarhaltung  
 
Methoden und Ergebnisse 
In einem einfachen Setting wurden in ausge-
wachsenen, männlichen Mäusen telemetrische 
Aufzeichnungen von Herzfrequenz, Körperin-
nentemperatur und lokomotorischer Aktivität 
über zwei Tage vorgenommen. Neun Männ-
chen waren in Einzelhaltung (für insgesamt 24 
Tage), während weitere neun Männchen je-
weils mit einem ovariektomierten Weibchen 
zusammen lebten (insgesamt 9 Tage lang). Die 
Herzfrequenz einzeln gehaltener Männchen war 
signifikant höher als bei Männchen, die mit 
einem ovariektomierten Weibchen zusammen 
lebten. Die Körperinnentemperatur war bei 
einzeln gehaltenen Männchen leicht erniedrigt 
(nicht signifikant) gegenüber der Paarhaltung, 
wohingegen die lokomotorische Aktivität keine 
Unterschiede zeigte.  
Die genauere Analyse in Kombination mit der 
lokomotorischen Aktivität zeigte, dass die Herz-
frequenz in Einzelhaltung vor allem während 
Ruhephasen/Schlaf und während Phasen mit 
intensiver motorischer Aktivität erhöht war. Die 
detaillierte Analyse des zirkadianen Rhythmus 
der Parameter ergab, dass die Tiere in Einzel-
haltung anscheinend kürzere und dafür häufi-
gere Schlaf- und Ruhephasen hatten.  
Mit dieser Studie konnte der Einfluss von Ein-
zelhaltung im Vergleich mit Haltung in kompa-
tibler Gruppe auf physiologische Parameter und 
damit auch auf entsprechende Versuchsergeb-
nisse gezeigt werden.  
Sicht- Hör- und Geruchskontakt durch ein 
Trenngitter  
 
Problemstellung 
Durch die Erhöhung der Herzfrequenz ist nicht 
bewiesen, dass Einzelhaltung eine Belastung 
darstellt. Es ist aber anzunehmen, dass eine 
sozial lebende Spezies wie die Maus, die Hal-
tung in der Gruppe oder wenigstens in der un-
mittelbaren Nähe eines Artgenossen der Einzel-
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haltung in jedem Fall vorzieht. Es wurde des-
halb des Öfteren vorgeschlagen, die aggressi-
ven Männchen in Sicht-, Hör- und Geruchskon-
takt mit Artgenossen zu halten. Dies ist einfach 
umzusetzen indem eine Trenngitterwand längst 
in einen grösseren Käfig (i. d. R Typ 3, entspre-
chend 425 mm x 266 mm x 150 mm, Bodenflä-
che 820 cm2) eingesetzt wird (Abbildung 12). 
Dadurch wird den Tieren ein passiver Sozialkon-
takt ermöglicht, aber der Kampf mit einem 
männlichen Artgenossen wird verhindert eben-
so wie die Paarung und Erzeugung von uner-
wünschtem Nachwuchs mit einem Weibchen. 
Die Haltung mit Trenngitter wurde auch in Tier-
haltungen der Universität Zürich häufig prakti-
ziert, wobei die Einschränkung der Käfigfläche 
(durch die Längsteilung kommt es auf beiden 
Seiten zu einem langen, schmalen Korridor) von 
der Tierversuchskommission kritisiert wurde.  
Belastung bei sensorischem Kontakt 
durch ein Trenngitter  
 
Methoden und Ergebnisse 
Auf Initiative von Tierversuchskommission und 
Kantonalem Veterinäramt kam es zum Folge-
projekt, bei dem adulte, männliche Mäuse mit 
Telemetrie-Sendern in Käfigen mit Trenngitter 
gehalten wurden. Zunächst waren die Mäuse 
allein und sassen in ihrer abgetrennten Käfig-
hälfte, nach 4 Tagen wurde eine fremde männ-
liche oder weibliche, adulte Maus in die andere 
Käfighälfte gesetzt. Der fremde Artgenosse 
respektive die Artgenossin wurden nach 10 
Tagen dann wieder aus der Nähe des tele-
metrierten Männchens entfernt.  
 
Es stellte sich heraus, dass das beschränkte 
Käfigareal keinen Einfluss auf Herzfrequenz, 
Körperinnentemperatur und lokomotorische 
Aktivität hatte. Dagegen kam es nach dem 
Hinzusetzen des fremden Tieres für 24 Stunden 
zu einer signifikanten Erhöhung der aufge-
zeichneten Parameter. Diese Erhöhung redu-
zierte sich bei weiblichem Gegenüber ab Tag 2 
auf ein nicht-signifikantes Niveau, das aber 
höher war als bei der Paarhaltung (Männchen 
und ovariektomiertes Weibchen) in der vorheri-
gen Studie.  
 
 
 
Abb. 12: Trenngitter-Haltung 
 
Dagegen blieb die signifikante Erhöhung der 
Herzfrequenz bei passivem Sozialkontakt mit 
einem männlichen Gegenüber über 10 Tage 
bestehen. Ein Abfall auf immer noch erhöhte, 
aber nicht mehr signifikant unterschiedliche 
Herzfrequenz-Werte wurde erst am dritten Tag 
nach Entfernen des fremden Männchens gefun-
den. Körperinnentemperatur und lokomotori-
sche Aktivität waren bei männlichem Gegen-
über für fünf Tage signifikant erhöht. Bei senso-
rischem Kontakt zwischen zwei adulten Männ-
chen kam es auch zu einer signifikanten Reduk-
tion des Körpergewichtes und zur Erhöhung der 
Flüssigkeitsaufnahme. Nach Entfernen des 
männlichen Gegenübers war die Futteraufnah-
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me signifikant erhöht. Die Hälfte der Männchen 
zeigte ein unvollständiges oder zerstörtes Nest 
während der Anwesenheit eines männlichen 
Gegenübers.  
Überraschend bei diesen Ergebnissen ist, dass 
es nicht zur Habituation der adulten Männchen 
an den Geruchs-, Sicht- und Hörkontakt mit 
einem fremden männlichen Artgenossen kam. 
Erstaunlich ist, dass auch bei weiblichem Ge-
genüber nach der Gewöhnung an den passiven 
Sozialkontakt die Werte von Herzfrequenz und 
Aktivität offensichtlich nicht das Niveau von 
Einzelhaltung oder Paarhaltung mit einem ova-
riektomierten Weibchen erreichten, sie blieben 
bei Trenngitterhaltung in Männchen:Weibchen 
Konstellation permanent leicht erhöht.  
In dieser Studie wurde nur der Tagesdurch-
schnitt der Werte gezeigt, da bereits diese gro-
be Analyse beeindruckende Unterschiede zeig-
te. Deshalb wurden auch die Werte der Männ-
chen:Weibchen Trenngitter-Haltung nicht mehr 
im Detail weiter analysiert. Die Ergebnisse wer-
den durch eine kürzlich publizierte Untersu-
chung gestützt, die belegt, dass der Erholungs-
verlauf nach chirurgischem Eingriff bei Weib-
chen in Gruppenhaltung schneller und mit ge-
ringeren Nebenwirkungen verläuft als in Einzel-
haltung; den ungünstigsten Erholungsverlauf 
zeigten die Tiere jedoch bei sensorischem Kon-
takt durch ein Trenngitter [113].  
Einzelhaltung für aggressive Männchen 
 
Schlussfolgerungen und Relevanz 
Die Resultate zeigen, dass fremde, adulte, 
männliche Mäuse nicht aneinander gewöhnt 
werden können und die Aggression gegenüber 
der Möglichkeit des passiven Sozialkontaktes 
überwiegt. Daraus ergibt sich, dass für aggres-
sive männliche Mäuse die Einzelhaltung weni-
ger belastend ist als eine Haltung mit Trenngit-
ter, insbesondere wenn ein Männchen als Part-
ner für passiven Sozialkontakt eingesetzt wird. 
Zusammengefasst ist zu bemerken, dass jegli-
che Haltung mit Trenngitter eine offensichtli-
che, permanente Veränderung der physiologi-
schen Parameter und der lokomotorischen Akti-
vität verursacht. Die Haltung von Mäusen mit 
Trenngitter sollte deshalb auf spezielle Vorha-
ben, wie Auslösen des Whitten-Effektes, Vorbe-
reiten von Anpaarungen und ähnliche Zwecke, 
beschränkt bleiben.  
Die Erkenntnisse wurden an der Universität 
Zürich in jüngster Zeit umgesetzt, indem die 
Trenngitterhaltung auf die beschriebenen Be-
dingungen (reproduktionsbiologische Mass-
nahmen u. ä. zielgerichtete Vorhaben) begrenzt 
wurde und aggressive, männliche Mäuse in 
Einzelhaltung überführt wurden.  
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Schwanzbiopsie und traditionelle 
Anaesthesiemethoden  
 
Problemstellung 
Für die Zucht von genetisch modifizierten 
Mausstämmen müssen häufig die Nachkom-
men genotypisiert werden. Dafür müssen von 
den Jungtieren Zellen für PCR (oder seltener 
Southern blot) entnommen werden. Üblicher-
weise wird den Jungtieren, meistens im Alter 
von 2-4 Wochen, die Schwanzspitze abge-
schnitten, sogenannte Schwanzbiopsie (Abbil-
dung 13). Dabei variiert die Grösse der Biopsie 
von 2 mm bis zu 1 cm, was bei Nestlingen un-
gefähr 1/3 der Schwanzlänge entspricht. Die 
Schwanzbiopsie ist weltweit eine tägliche Rou-
tinearbeit in den Maushaltungen und wurde 
beispielsweise in den elektronisch erfassten 
Tierhaltungen der Universität Zürich im Jahre 
2007 bei über 50'000 Jungtieren vorgenom-
men (Zahl belegt durch iRATS, elektronisches 
Tierdatenerfassungssystem).  
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Abb. 13: Schwanzbiopsie 
 
Dabei geht es zunächst um die Frage, ob eine 
Anaesthesie zur Schmerzminderung während 
der Schwanzbiopsie erforderlich ist. In einigen 
Ländern wird dies gefordert, da es als Amputa-
tion angesehen wird. In der Schweiz und eini-
gen anderen Ländern wird teilweise in grossen, 
durch Hygieneschranken schwer zugänglichen 
Maushaltungen, die Anaesthesie mit veralteten 
Methoden wie Aether und Methoxyfluran 
durchgeführt. Diese volatilen Anaesthetika 
können ohne spezielle Ausstattung (Anaesthe-
siegerät mit Verdampfer) in einem einfachen 
Glasgefäss (Topf) oder Plastikbeutel [196] un-
kontrolliert verdampft werden. Konkret wird 
dazu ein mit Aether- oder Methoxyfluran-
Flüssigkeit getränkter Tupfer zusammen mit 
einem oder mehreren Tieren in den Behälter 
eingesetzt. Abgesehen von der Induktion von 
Stresshormonen bei Aether-Exposition gibt es 
keine Erkenntnisse über den Einfluss dieser 
Anaesthesiemethoden auf das Wohlbefinden 
(z.B. Auswirkungen der reizenden Wirkung von 
Aether) und über die Bedingungen, die für eine 
tierschutzgerechte Durchführung nötig wären 
(z.B. bei direktem Kontakt der Flüssigkeit mit 
Haut oder  Schleimhäuten). So kam es auch zu 
kantonal unterschiedlichen Vorschriften über 
den Einsatz von Aether bei Mäusen (Basel 
Stadt, Zürich). Da diese Anaesthetika in der 
Human- und Veterinärmedizin kaum noch ein-
gesetzt und als obsolet angesehen werden, sind 
keine Publikationen verfügbar, die eine seriöse 
Grundlage für gesetzliche Richtlinien bei Mäu-
sen bieten. Die Untersuchungen wurden aus 
diesem Grunde auch von einem Mitglied des 
kantonalen Veterinäramtes und heutigen Tier-
schutzbeauftragten von Universität und ETH 
Zürich unterstützt.  
Die Untersuchungen sollten Informationen über 
die Auswirkungen und Risiken der kurzzeitigen 
Inhalationsanaesthesie mit Aether (Di-ethyl-
ether) oder Methoxyfluran im Topf liefern und 
damit die Bedingungen - oder auch Einschrän-
kung/Verbot - für die Durchführung dieser 
Anaesthesiemethoden definieren. Daraus lässt 
sich auch beurteilen, ob diese Anaesthesie-
methoden die Belastung bei Schwanzbiopsie 
reduzieren.  
Schwanzbiopsie, Aether- und Metho-
xyfluran-Anaesthesie im Vergleich  
 
Methoden und Ergebnisse 
Die Anaesthesie durch unkontrolliertes Ver-
dampfen von Aether oder Methoxyfluran wurde 
charakterisiert. Der Einfluss dieser Anaesthesie-
Methoden auf Physiologie und Verhalten wurde 
mit der Schwanzbiopsie ( 2mm) in der unbe-
handelten Maus verglichen.  
 
  
Abb. 14:Maus im Anaesthesie-Topf 
 
Ausgehend von den üblichen Arbeitsabläufen 
wurde eine standardisierte Aether- oder Me-
thoxyfluran-Anaesthesie im Topf durchgeführt 
(Abbildung 14). Dabei wurden die Daten für 
Anaesthesie-Protokolle erhoben: Reflexe, Zeiten 
für Einleitung, chirurgische Toleranz, Erho-
lungsphase, Beeinflussung der Körpertempera-
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tur, der Atmung und des Kreislaufs (Blutgase 
und Säure-Basen-Gleichgewicht im arteriellen 
Blut, Herzfrequenz), sowie (Abwehr-)verhalten, 
das auf Belastung oder Exzitationen hindeutet. 
Nach der Anaesthesie resp. Schwanzbiopsie 
wurden die telemetrischen Parameter sowie die 
tägliche Futter- und Wasseraufnahme und der 
Körpergewichtsverlauf während den drei fol-
genden Tagen aufgezeichnet.  
Bei beiden Anaesthetika zeigten die Tiere wäh-
rend der Induktionsphase (d.h. unmittelbar 
nachdem sie in den Anaesthesie-Topf gesetzt 
wurden) Blinzeln und Putzbewegungen an Ge-
sicht und Nase. Dieses Verhalten, das auf eine 
unangenehme oder reizende Wirkung des Ga-
ses an den Schleimhäuten des Kopfes hinweist, 
war unter Aether-Exposition bei mehr als der 
Hälfte (17/30) und unter Methoxyfluran bei 
circa einem Drittel (11/30) der Tiere zu beo-
bachten. Bei Methoxyfluran versuchten die 
Tiere während der Einleitung aus dem Topf zu 
entfliehen. Die gesamte Anaesthesie-Prozedur 
dauerte unter den standardisierten Bedingun-
gen (Einsetzen in den Topf > Entnahme aus 
dem Topf bei Beginn der chirurgischen Toleranz 
> Rückenlage auf dem Operationstisch bis zur 
Erholung, d.h. Umdrehen und Weglaufen) bei 
Aether 3-4 Minuten. Bei Methoxyfluran dauerte 
es mit circa 13 Minuten wesentlich länger, was 
auch die leichte Hypothermie (34°C Körperin-
nentemperatur) erklärt. Beide Anaesthetika 
induzierten chirurgische Toleranz, die nach 
Entnahme aus dem Topf für circa eine halbe 
Minute andauerte und damit für die Durchfüh-
rung einer Schwanzbiopsie und eventuelle Mar-
kierung ausreicht. Bei Aether-Anaesthesie star-
ben 2 von 30 Tieren (respektive 7%) bei Beginn 
des chirurgischen Toleranzstadiums.  
Nach Anaesthesie und Zurücksetzen der Maus 
in den Heimkäfig zeigten sich für 3 bis 4 Stun-
den signifikante Erhöhungen von Herzfrequenz 
und Körperinnentemperatur, bei Methoxyfluran 
kam es darüber hinaus zu ausgeprägter Hyper-
aktivität.  
Die Langzeitmessungen für 3 Tage nach 
Anaesthesie zeigten verminderte Herzfre-
quenzwerte und teilweise erniedrigte Körperin-
nentemperatur und Aktivitätsverhalten. Signifi-
kant war dabei die Hypothermie bis 20 Stunden 
nach Aether-Exposition und 44 Stunden nach 
Methoxyfluran-Anaesthesie. Die tägliche Wä-
gung von Futter- und Wasseraufnahme sowie 
des Körpergewichtes zeigte bei allen Tieren nur 
eine leichte Abnahme des Körpergewichtes, die 
bei Methoxyfluran-Anaesthesie mit bis zu 3.7% 
am deutlichsten war.  
Eine Schwanzbiopsie bei der unbehandelten 
Maus, die in den Zwangsgriff genommen wird, 
dauert normalerweise nur Sekunden. Durch 
diesen Eingriff wurde eine signifikante Erhö-
hung von Herzfrequenz und lokomotorischer 
Aktivität für eine Stunde ausgelöst, die relevan-
te Erhöhung der Körperinnentemperatur war 
nach 2 Stunden wieder normalisiert.  
Aether- und Methoxyfluran ungeeignet 
zur Belastungsminderung bei Schwanzbi-
opsie  
 
Relevanz 
Als Schlussfolgerung ergibt sich, dass beide 
Anaesthesiemethoden nicht geeignet sind, die 
Belastung von Mäusen bei Schwanzbiopsie zu 
verringern. Sie rufen stärkere und länger dau-
ernde (bis 2 Tage) Auswirkungen auf Physiolo-
gie und Verhalten hervor als die Biopsie per se. 
Wir konnten damit zeigen, dass diese 
Anaesthesie-Methoden nur in Ausnahmefällen 
angewendet werden sollten und haben die 
Bedingungen für die Durchführung aufgrund 
unserer Erkenntnisse definiert. 
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Aktuelle Anaesthesiemethoden bei Mäu-
sen 
 
Ausblick 
Die Allgemein-Anaesthesie zur Schwanzbiopsie 
bei der Maus wurde öfters empfohlen [197] 
oder von lokalen Behörden in einigen Ländern 
(z.B. Deutschland [198]) vorgeschrieben. Dabei 
wird anscheinend die Belastung und das Risiko, 
das insbesondere die Injektions-Anaesthesie bei 
der Maus bedeuten kann, nicht bedacht.  
Als Injektionsanaesthesien für Mäuse wurden in 
den letzten Jahren zwei Kombinationen genau-
er beschrieben, die - manchmal auch in abge-
wandelter Form - verbreitet sind: Keta-
min/Xylazin/Tranquilizer Kombinationen [199] 
und antagonisierbare Kombinationen aus Fen-
tanyl/Medetomidin/Tranquilizer [200]. Sie sind 
für chirurgische Eingriffe und Immobilisation 
unter standardisierten Bedingungen durchaus 
geeignet, wobei der Anteil der Tiere, die die 
Anaesthesie trotz exakter Durchführung nicht 
überleben, stark von genetischem Hintergrund 
und vielen weiteren Faktoren (Alter, Ge-
schlecht, Tageszeit, Gesundheit, Haltungsform, 
usw.) abhängt. Das Risiko ist deshalb beson-
ders bei Tieren mit gemischtem genetischem 
Hintergrund sehr hoch. Darüber hinaus wird 
eine relativ lange Anaesthesie (>50 Minuten) 
mit Hypothermie (<32°C) induziert. Das Abkür-
zen der Anaesthesie durch Antagonisierung löst 
wiederum offensichtliche Nebenwirkungen wie 
Zittern, Vokalisation, Unruhe, u.a. aus (persön-
liche Mitteilung: Julia Henke, München; Tho-
mas Rülicke, Wien). Die langfristigen Auswir-
kungen der Injektionsanaesthesien, d.h. die 
Konsequenzen für Physiologie und Verhalten, 
sind bei Mäusen nicht genauer beschrieben. 
Eine Studie in dieser Richtung ist angedacht.  
Moderne Inhalationsanaesthetika wie Isofluran 
oder Sevofluran, die mit entsprechender Aus-
rüstung (Verdampfer, Absaugung, etc.) einge-
setzt werden müssen, haben nur geringe oder 
keine reizende Wirkung an den Schleimhäuten 
und ermöglichen sehr kurze Anaesthesie-
Zeiten. Da die Anaesthesie durch Inhalation von 
volatilen Anaesthetika steuerbar ist, ist das 
Risiko von Todesfällen äusserst gering. 
Anaesthesiegeräte für Kleinnager, die in den 
letzten Jahren entwickelt wurden und kommer-
ziell erhältlich sind haben sich mittlerweile ver-
breitet. Inwieweit insbesondere durch Isofluran-
Anaesthesie die Belastung bei Biopsien und 
anderen kurzdauernden Manipulationen ver-
mindert werden kann ist offen. Derzeit sind 
Untersuchungen zur Charakterisierung von 
Isofluran- und Sevofluran-Anaesthesie bei In-
zuchtmäusen in unserem Labor in Arbeit.  
Alternative Biopsiemethoden: Rektume-
pithel, Speichel, Haare, Ohrmuschel  
 
Problemstellung und Methoden 
Im Zusammenhang mit der Schwanzbiopsie 
(Abbildung 15) ging es auch um die Frage, ob 
eine Anaesthesie umgangen werden kann, 
indem wenig invasive und damit geringer belas-
Aether-Anaesthesie im Topf 
 
¾ Tierart:  Maus 
¾ Dauer:  <4 Minuten 
¾ Das Tier darf nicht mit flüssigem Aether in Kontakt kommen. Deshalb ist ein mit Aether 
getränktes Papiertuch unterhalb eines Gitterbodens in den Topf zu legen. Die Maus wird 
dann auf den Gitterboden gesetzt und der Topf geschlossen.  
¾ Geeignet für Applikationen, Probenentnahmen, Markierungen, intracraniale und subcuta-
ne Inokulation von Zellen, Geweben, u.ä.  
¾ Keinesfalls geeignet für grössere chirurgische Eingriffe (major surgery) und langdauernde 
Prozeduren.  
Auszug aus einem Schreiben an das KVET im August 2004. 
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tende Methoden der Probennahme angewen-
det werden. Diese Strategie wurde in anderen 
Ländern versucht, und es wurden unterschiedli-
che Methoden der Probennahme entwickelt. In 
den bisherigen Publikationen wurde jeweils 
eine spezielle, alternative Methode mit einem 
entsprechenden Protokoll für die Aufbereitung 
der Proben zwecks Genotypisierung mit PCR 
propagiert: Entnahme von Rektumepithel (Ab-
bildung 16), Haaren (Abbildung 17) oder Spei-
chel (Abbildung 18). 
 
 
    
Abb. 15: Schwanzbiopsie 
 
    
Abb. 16: Entnahme von Rektumepithelzellen 
 
    
Abb. 17: Herauszupfen von Haaren 
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Abb. 18: Gewinnen von Speichel 
 
    
Abb. 19: Ohrmarkierung durch Lochung 
 
 
 
Wir haben die alternativen, neueren Methoden 
der Probennahmen inklusive die PCR-Protokolle 
mit der traditionellen Schwanzbiopsie (2 mm) 
verglichen. Dabei wurden einerseits ihre Aus-
wirkungen auf das Wohlbefinden der Mäuse 
mittels Telemetrie evaluiert, andererseits wurde 
die Genauigkeit und Reproduzierbarkeit der 
Genotypisierung anhand eines bekannten, ge-
netisch modifizierten Stammes verglichen. Zu-
sätzlich wurde die Ohrmarkierung durch Lo-
chung (Abbildung 19) oder Kerbung in die Ver-
gleiche aufgenommen, da die individuelle (Ohr-
)Markierung in der täglichen Routine gleichzei-
tig mit der Biopsie vorgenommen wird. Als 
Kontrolle wurde untersucht, welche Auswir-
kungen das für die Biopsie oder Markierung 
nötige Fixieren der Maus im Zwangsgriff hat 
(der Zwangsgriff ist in den Abbildungen 15 und 
18 erkennbar).  
Biopsiemethoden im Vergleich  
 
Ergebnisse und Schlussfolgerungen 
Es zeigte sich, dass die PCR aus der Schwanz-
spitze und den Haaren als auch das Gewebe, 
das bei der Markierung von der Ohrmuschel 
anfällt, zu eindeutiger und zuverlässiger Geno-
typisierung führt. Im Gegensatz dazu waren die 
PCR Resultate aus Rektumepithelzellen und 
Speichel weniger überzeugend, d.h. sie waren 
oftmals nicht eindeutig.  
Bei der Probennahme unter Routinebedingun-
gen stellte sich heraus, dass in grossen Biopsie-
serien (über 20 Tiere) bei der Haarentnahme die 
Kontaminationen durch herumfliegende Haare 
nur mit grossem Aufwand vermieden werden 
konnte. Bei der Entnahme von Proben aus dem 
Enddarm und der Mundhöhle konnten Verlet-
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zungen der Tiere nicht ausgeschlossen werden, 
etwa durch Abwehrbewegungen. Bei allen 
Methoden wurden die Proben von geschultem 
Personal mit langjähriger Erfahrung genom-
men, dennoch waren auch bei den Proben von 
Haaren, Rektum und Mundhöhle vereinzelt 
Blutbeimischungen in den Probengefässen zu 
finden.  
Die telemetrischen Aufzeichnungen zeigten, 
dass alle untersuchten Biopsiemethoden und 
auch der Zwangsgriff zu signifikanter Erhöhung 
von Herzfrequenz und Körperinnentemperatur, 
sowie zu leichter Hyperaktivität führten; diese 
Veränderungen waren nur für eine Stunde nach 
dem Eingriff nachweisbar.  
Zusammengefasst konnten sowohl bei einer 
Schwanzbiopsie von bis zu 2 mm Länge als 
auch bei anderen, weniger invasiven Biopsie-
methoden keine Veränderungen in Physiologie 
und Verhalten gefunden werden, die auf län-
gerdauernde oder schwere Belastung hinwei-
sen. Dies wird auch durch eine gleichzeitig 
publizierte Studie bestätigt, die bei ausführli-
chen Untersuchungen des Verhaltens (Tests für 
Klettern, Gleichgewicht, Angst, u.a.) und bei 
histo-pathologischer Untersuchung des 
Schwanzstumpfes sowohl kurz nach Schwanz-
biopsie als auch einige Wochen später, keine 
relevante Beeinflussung fanden [137].  
Wir haben vorgeschlagen, dass als Ausgangs-
material für die Genotypisierung vermehrt die 
Gewebeproben aus der Ohrmuschel verwendet 
werden, wenn diese bei der unvermeidlichen 
Markierung anfallen. Für Wiederholungsbiop-
sien (zum Beispiel zur Verifizierung des Geno-
typs), die meistens in kleinerem Umfang ge-
nommen werden müssen, können Haarproben 
gute Dienste leisten, ohne dass wiederholt in 
den Schwanz oder die Ohrmuschel geschnitten 
werden muss. Es muss betont werden, dass für 
die Genotypisierung mit PCR keinesfalls mehr 
als 1-2 mm des Schwanzspitzengewebes benö-
tigt werden, weshalb das routinemässige Ent-
fernen grösserer Teile des Schwanzes für PCR-
Analysen nicht im Sinne des Tierschutzes ist.  
Als Randbemerkung sollte noch erwähnt wer-
den, dass Ruhe und Geduld im Umgang mit 
den Tieren für die Minderung der Belastung bei 
der Probennahme entscheidend sind. Das Per-
sonal sollte auch für die Routine-Eingriffe aus-
gebildet und trainiert sein, von den Laborleitern 
muss ihnen genügend Zeit zur Verfügung ge-
stellt werden. Von den Vorgesetzten ist zu ver-
langen, dass sie sich die Zeit nehmen, die Pro-
zeduren gelegentlich vor Ort zu überprüfen und 
ihre Mitarbeiter für die Arbeit mit den Tieren 
sensibilisieren.  
Post-operative Schmerzen nach La-
parotomie 
Arras, M., Rettich, A., Cinelli, P., Käsermann, H.P., Bürki 
K.  Assessment of post-laparotomy pain in labora-
tory mice by telemetric recording of heart rate and 
heart rate variability [2007] BMC Vet Res; 3:16  
(Anhang 5) 
Ursachen und Probleme effizienter 
Schmerzbehandlung  
 
Problemstellung 
Es ist bekannt, dass bei Mäusen nach kleineren 
und moderaten chirurgischen Eingriffen keine 
Anzeichen von Schmerzen beobachtet werden 
können. Erfahrung und Geschicklichkeit des 
Experimentators vorausgesetzt, sind nach einer 
Laparotomie (zum Beispiel für Embryotransfer 
und Vasektomie) die Mäuse nach Abfluten der 
Anaesthesie mit ihren normalen Verhaltenswei-
sen im Käfig zu sehen. Die Tiere sind aktiv, 
bewegen sich normal, sind munter, putzen sich, 
richten sich auf und klettern am Käfiggitterde-
ckel. Aus diesem Grund wurde bis vor kurzer 
Zeit auf die Anwendung von Schmerztherapie 
bei Mäusen nach derartigen Interventionen 
verzichtet.  
Der relativ seltene Einsatz von Schmerztherapie 
wird auch in einem kürzlich veröffentlichten 
Übersichtsartikel belegt, für den medline-
anerkannte Publikationen nach der Anwendung 
von Schmerzmitteln bei schmerzverursachenden 
biomedizinischen Experimenten durchsucht 
wurden. Da Anaesthesie und Schmerzbehand-
lung auch bei namhaften Journalen oft nicht im 
Material und Methoden Abschnitt erwähnt oder 
genauer beschrieben sind, wurden diese Infor-
mationen von den Autoren der Übersichtsarbeit 
auch durch Kontaktaufnahme mit den Experi-
mentatoren der Originalarbeiten eruiert. Es 
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stellte sich heraus, dass nurmehr 20% der Na-
ger nach Laparotomie mit Schmerzmitteln be-
handelt wurden. Als Begründung für den Ver-
zicht auf schmerzmildernde Massnahmen wur-
de in der Regel angegeben, dass keine Anzei-
chen von Schmerzen sichtbar waren. Darüber 
hinaus wurde angegeben, dass Schmerzmittel 
keine sichtbare Verbesserung im Allgemeinzu-
stand der Tiere bewirken würden und Schmerz-
mittel den Versuchszweck oder Ergebnisse be-
einflussen, oder sogar zu negativen Effekten 
führten [25]. Dies sind, neben der Argumenta-
tion, dass Schmerzen eine wichtige Schutzfunk-
tion haben oder sogar einen Lerneffekt auslö-
sen [201], seit langem bekannte und immer 
wiederkehrende Argumente. Sie werden von 
vielen, in Tierversuche involvierten Personen 
(u.a. Behördenvertreter, Tierschutzbeauftragte) 
seit einiger Zeit nicht mehr als Begründung für 
den Verzicht auf Schmerzmittelanwendung 
nach chirurgischen Eingriffen bei Klein-Nagern 
toleriert. Das hat dazu geführt, dass die weni-
gen, einfach durchzuführenden Schmerzbe-
handlungsregimes (Buprenorphin 0.1 mg/kg, 
s.c., 2/d; Meloxicam, 1-2 mg/kg s.c., 2/d; 
Carprofen, 2.5-5 mg/kg, s.c., 1-2/d; Paraceta-
mol 200 mg/kg im Trinkwasser), als Standard-
protokolle zur Schmerzbehandlung in den Tier-
versuchsbewilligungen vorgeschrieben wurden. 
Dabei sind die Zweifel an der Wirksamkeit die-
ser Protokolle nicht gänzlich von der Hand zu 
weisen, denn die in Lehrbüchern angegebenen 
Dosierungen und Applikationsintervalle beru-
hen weitgehend auf analgesiometrischen Tests 
aus pharmakologischen Studien in weit zurück 
liegender Vergangenheit. Somit kann bei diesen 
Protokollen nicht auf allgemein zugängliche 
Studien oder Originalarbeiten, die die Wirksam-
keit der Schmerztherapie unter klinischen Be-
dingungen bei Mäusen belegen, zurück gegrif-
fen werden. Auch eine jüngst propagierte Erhö-
hung von Dosierungen der NSAID Meloxicam 
und Carprofen beruhte auf den Erfahrungen 
einer einzelnen Arbeitsgruppe, die nicht durch 
Daten oder eine veröffentlichte Studie nachvoll-
ziehbar sind [25]. Dadurch wurden Diskussio-
nen und Streitigkeiten mit Behörden ausgelöst, 
die aufgrund des Fehlens von Fakten und einer 
wissenschaftlichen Grundlage nicht befriedi-
gend geklärt werden konnten. Daneben ist zu 
bedenken, dass Schmerzmittel, inbesondere bei 
den hohen Dosen, wie sie in Mäusen angewen-
det werden, Nebenwirkungen verursachen, die 
wiederum die Genesung beeinträchtigen und 
sogar zu Todesfällen führen können (siehe auch 
Abschnitt „Schmerzbehandlung bei Mäusen“). 
Die Dauer der post-operativen Schmerzbehand-
lung wird oft pauschal auf 3 Tage fest gelegt, 
obwohl dieser Zeitrahmen aufgrund des Feh-
lens von Schmerzsymptomen unter Routinebe-
dingungen kaum überprüft werden kann. Auch 
gibt es – zu unserem Kenntnisstand – keine 
Studie, die zeigt, wie lange post-operative 
Schmerzen nach Laparotomie (für Embyotrans-
fer oder Vasektomie) bei der Maus bestehen.  
Die Etablierung einer effizienten post-
operativen Schmerztherapie nach Laparotomie 
wurde mit dem Nachweis von Dauer und Aus-
mass von Schmerzen nach chirurgischen Eingrif-
fen bei Mäusen kombiniert.  
Klinische und telemetrische Befunde 
nach Laparotomie  
 
Methoden und Ergebnisse 
Um eine wirksame, post-operative Schmerzthe-
rapie bezüglich Dauer und Dosis zu etablieren 
wurden männliche Mäuse, die vorgängig mit 
Telemetrie-Sendern implantiert wurden, einer 
einseitigen Vasektomie unterzogen (Abbildung 
20). Von drei Gruppen mit jeweils 8 Tieren 
wurde bei einer Gruppe kein Schmerzmittel, 
sondern PBS subkutan injiziert. Die beiden an-
deren Gruppen wurden mit Carprofen oder 
Flunixin, 5 mg/kg subkutan 2/d während des 
ersten post-operativen Tages behandelt.
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Abb. 20: Vasektomie mit Eröffnen der Bauchhöhle (Anaesthesie mit Sevofluran) 
 
 
Bei der klinischen Untersuchung (äussere Er-
scheinung, Haltung, spontane und provozierte 
Bewegungen) wurden bei keinem Tier Abwei-
chungen festgestellt. In der unbehandelten 
Gruppe war die Herzfrequenz während 24 
Stunden nach dem Eingriff signifikant erhöht, 
die Herzfrequenzvariabilität (interbeat interval 
und SDNN) war parallel signifikant erniedrigt. 
Die Körperinnentemperatur war im Zeitraum 
von 12-24 h, in der ersten Tageslichtphase 
nach Vasektomie stark erhöht. Die lokomotori-
sche Aktivität war unverändert im Vergleich 
zum Kontrollzeitraum vor dem Eingriff. Die 
Skizzierung des Käfigareals und der Befund des 
Nestes zeigten bei den unbehandelten Mäusen 
ein unstrukturiertes Käfigareal und Zerstörung 
des Nestes (Abbildung 21); die Verwüstungen 
des Käfigareals oder des Nestes wurden bei 
einem Teil der unbehandelten Tiere (3/8) erst 
nach 2 Tagen wieder beseitigt. Nach Vasekto-
mie ohne folgende Schmerzbehandlung wurde 
auch eine signifikante Reduktion der täglichen 
Futteraufnahme für zwei Tage (>12%) und des 
Körpergewichtes (1-2%) während drei Tagen 
festgestellt.  
In den beiden Gruppen, die mit NSAID behan-
delt wurden, konnte nur eine Erhöhung der 
Körperinnentemperatur in der ersten Tages-
lichtphase bei Carprofen und eine Erhöhung der 
Herzfrequenz in der ersten Nachtphase bei 
Flunixin-Behandlung beobachtet werden. Diese 
wurde bei Analyse des interbeat interval nicht 
signifikant erniedrigt gefunden und wurde auch 
durch den unveränderten SDNN-Wert nicht 
bestätigt.  
Bei den Kontrollgruppen, die nur der Anaesthe-
sie und den subkutanen Injektionen unterwor-
fen wurden, zeigte sich während des ersten 
Tages nach der Anaesthesie eine deutlich er-
höhte Flüssigkeitsaufnahme. Diese war auch in 
den beiden Gruppen, die nach Vasektomie mit 
Schmerzmitteln behandelt wurden, zu finden, 
nicht jedoch in der unbehandelten, vasekto-
mierten Gruppe. Es kann interpretiert werden, 
dass auch nach einer kurzen Anaesthesie von 
circa 11 Minuten Dauer im Anschluss ein ver-
mehrter Flüssigkeitsbedarf besteht, der norma-
lerweise durch vermehrtes Trinken ausgeglichen 
wird. Diese Reaktion scheint bei Mäusen, die 
unter Schmerzen leiden, nicht aufzutreten 
Veränderung von Herzfrequenz und Herz-
frequenzvariabilität bei post-operativen 
Schmerzen 
 
Schlussfolgerung 
Die telemetrisch gemessenen Veränderungen 
der Herzfrequenz in Kombination mit den Pa-
rametern der Herzfrequenzvariabilität weisen 
auf post-operative Schmerzen für 24 Stunden 
nach einseitiger Vasektomie hin. Die Erkenntnis 
wird gestützt durch Reduktion von Futterauf-
nahme und Körpergewicht und durch die Zer-
störung des Nestes und Verwüstung des Terri-
toriums. Schmerzbehandlung mit Carprofen 
oder Flunixin (5 mg/kg, 2/d) konnte diese Ver-
änderungen nahezu vollständig verhindern. 
Damit kann davon ausgegangen werden, dass 
Aufzeichnungen von Herzfrequenz und Herzfre-
quenzvariabilität über längere Zeiträume bei 
der durch Manipulationen und Anwesenheit 
des Menschen ungestörten Maus für die Beur-
teilung der Belastung evident sind.  
. 
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Abb. 21: Eindeutig erkennbares, wohlgeordnetes Nest und klare Strukturierung des Käfigareals bei 
Schmerzbehandlung nach Laparotomie in der oberen Bildreihe. Kotpellets, die ausserhalb des 
Nestbereichs auf der Einstreu liegen (eingekreist), lassen darauf schliessen, dass Grab- und 
Wühltätigkeit oder Unruhe nicht ausgeprägt sind. Bei fehlender Schmerzbehandlung nach La-
parotomie (untere Bildreihe) werden kaum Kotpellets gefunden. Das Nistmaterial ist unsyste-
matisch auf dem Käfigareal verteilt, anstelle eines Nestes sind nur zwei Liegeplätze (Pfeile) zu 
erkennen.  
 
 
 
Die Bedeutung von standardisierten Bedingun-
gen wurde in einer früher publizierten Studie 
unterschätzt, bei der nach Embryotransfer bei 
Blutdruck und Herzfrequenz keine Veränderun-
gen nachweisbar waren, die auf Schmerzen 
hinwiesen. Der Grund dafür war jedoch unter 
anderem darin zu sehen, dass die Tiere unmit-
telbar nach der Operation in einen neuen Käfig 
gesetzt wurden, was bekanntermassen Explora-
tion und Hyperaktivität induziert [92] und damit 
die gemessenen physiologischen Parameter 
massiv beeinflusst [166].  
Beurteilung des Verhaltens bei Schmer-
zen 
 
Ausblick 
Ausgehend von den offensichtlichen Zerstörun-
gen des Käfigareals und des Nestes sind Folge-
projekte in Gang, bei denen das Verhalten der 
Maus im post-operativen Zeitraum mit Kameras 
aufgezeichnet und analysiert werden soll. Dar-
aus sollen natürliche, unter Praxisbedingungen 
einfach und schnell zu erfassende Verhaltens-
muster bei der Maus identifiziert werden, die 
bei post-operativen Schmerzen gestört sind.  
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Untersuchungen zu Schmerzsymptomen beim 
Einzeltier (Strecken, Pressen) wurden kürzlich 
publiziert, es muss aber bemerkt werden, dass 
die als evident für Schmerzen dargestellten 
Verhaltensmuster nur eine Stunde nach Vasek-
tomie nachweisbar waren. Dabei mussten drei 
Verhaltensmuster gepoolt werden um einen 
Unterschied in einer Gruppe zu finden, die mit 
einer extremen Schmerzmitteldosis vorbehan-
delt war (20 mg/kg KGW Meloxicam). Dazu 
war keine entsprechende Kontrollgruppe vor-
handen, die die Wirkung einer solchen Dosie-
rung in naiven Tieren zeigt [82]. Die beschrie-
benen und ähnliche Verhaltensmuster sollen 
auch in unseren zukünftigen Projekten unter-
sucht werden, um zu überprüfen, inwieweit sie 
reproduzierbar sind und auch unter unseren 
Bedingungen und bei Anwendung in der Labor-
routine nachweisbar sind.  
Die spontanen Verhaltensabweichungen (z.B. 
Strecken) und die Reaktion auf Tests (z.B. für 
Nestbauverhalten oder Baugraben), sollen im 
Detail (Zeitpunkt und Ausmass vs. Schwere des 
Eingriffs) untersucht werden. Aus diesen Resul-
taten sollen Endpunkte etabliert werden, die in 
Datenerfassungsblättern eingesetzt werden 
können. Unter Routinebedingungen ergeben 
sich daraus für den Experimentator Empfehlun-
gen für die Schmerztherapie.  
 
Belastung bei Immunisierung 
Arras, M., Glauser, D.L., Rettich, A., Cinelli, P., Schade, 
B., Hässig, M., Bürki, K., Ackermann, M.  Monitor-
ing vaccination efficiency and distress in animals as 
a function of immunization strategy and adjuvant  
[eingereicht im Februar 2008]  (Anhang 6) 
Nebenwirkungen von Freunds Adjuvant 
und alternative Immunisierungsstrate-
gien 
 
Problemstellung 
Versuchstiere werden experimentell immunisiert 
um Impfstoffe zu testen oder um polyklonale 
Antikörper für Forschungszwecke (z.B. Western 
Blot, Immunhistologie) zu gewinnen. Um die 
Immunantwort zu stimulieren und zu potenzie-
ren wird in der Regel ein Adjuvant zusammen 
mit dem spezifischen Antigen injiziert. Das be-
kannteste Adjuvant zur Antikörpergewinnung 
ist das seit vielen Jahrzehnten eingesetzte 
Freunds Adjuvant. Es ist berüchtigt für Neben-
wirkungen, die aus lokalen Symptomen wie 
Entzündung und Abszedierung an der Injekti-
onsstelle bestehen (Abbildung 22). Aber auch 
Beeinträchtigungen des Allgemeinbefindens mit 
Symptomen wie Piloerektion, Apathie, Durch-
fall, Abmagerung, Umfangsvermehrung des 
Abdomens oder plötzlicher Tod sind vielfach 
dokumentiert.  
 
 
Abb. 22: Meerschweinchen mit Entzündungs-
reaktionen nach subkutaner Immuni-
sierung 
 
Aufgrund der Nebenwirkungen von Freunds 
Adjuvant wurden im Laufe der Jahre Adjuvan-
tien entwickelt, die besser verträglich sein soll-
ten. Es stellte sich aber heraus, dass die mo-
derneren Adjuvantien ähnliche Symptome wie 
Freunds Adjuvant verursachten und darüber 
hinaus ihre Wirkung bezüglich der Induktion 
von Antikörpern oftmals unzuverlässig ist. Des-
halb wird noch immer das herkömmliche 
Freunds Adjuvant häufig verwendet, wobei der 
Einsatz von den lokalen Aufsichtsorganen reg-
lementiert wird. In der Schweiz und vielen an-
deren Ländern darf Freunds Adjuvant bei der 
Maus nicht intraperitoneal verabreicht werden, 
da sich die inflammatorische Reaktion in der 
gesamten Bauchhöhle ausbreitet und nicht, wie 
bei der zugelassen subkutanen Injektion, als 
begrenzte Entzündungsreaktion oder Abszess 
auf Unterhautbindegewebe und Haut be-
schränkt bleibt. Auch wird das Risiko von To-
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desfällen durch anaphylaktischen Schock bei 
subkutaner Injektion als geringer eingeschätzt 
im Vergleich zur intraperitonealen Anwendung. 
Die Belastung der Tiere, vor allem von Kanin-
chen und Mäusen, sowohl nach subkutaner als 
auch nach intraperitonealer Injektion von 
Freunds Adjuvant, wurde bisher anhand der 
oben erwähnten klinischen Symptome, d.h. 
offensichtlicher Morbidität, und der Mortalität 
beurteilt. Ausserdem wurde häufig post mortem 
eine pathologische und histologische Untersu-
chung des Injektionsgebietes durchgeführt, die 
die starke Entzündungsreaktion bis zur Bildung 
von Abszessen oder Granulomen bestätigte.  
Auf der anderen Seite werden in der Entwick-
lung von Impfstoffen alternative Wege der Im-
munisierung beschritten, wobei sowohl die 
Applikationsroute (Verdauungstrakt, Atemwe-
ge, transkutan) als auch die vakzinierende Sub-
stanz variieren. Der Einsatz von Adjuvantien ist 
bei diesen Methoden unter Umständen nicht 
mehr erforderlich, was nicht zwangsläufig eine 
Reduktion der Belastung des Organismus wäh-
rend der Impfung zur Folge haben muss. Die 
Nebenwirkungen der Impfung werden jedoch in 
den Publikationen, insbesondere bei Tieren, 
selten erwähnt, da diese auf den Erfolg der 
Impfstrategie, d.h. auf den Nachweis des Impf-
schutzes fokussiert sind.  
Die Belastung von Mäusen infolge intraperito-
nealer Immunisierung mit dem herkömmlichen 
Freunds Adjuvant oder einem neueren Verfah-
ren sollte deshalb mit Telemetrie genauer un-
tersucht werden.  
Immunisierung mit Freunds Adjuvant 
oder Lebendvirus 
 
Methoden 
Drei Immunisierungsprotokolle wurden vergli-
chen: ausgehend von einem für subkutane 
Anwendung üblichen Routineprotokoll wurde 
zunächst die als belastend bekannte, intraperi-
toneale Injektion von inaktiviertem Antigen in 
Freunds Adjuvant durchgeführt. Dazu wurde (i.) 
inaktiviertes bovines Herpesvirus-1 (BHV-1) in 
komplettem Freunds Adjuvant (CFA, bestehend 
aus Mineralölen und Teilen von Mykobakterien) 
injiziert. Nach 4 Wochen wurde eine erneute 
Injektion von inaktiviertem BHV-1, diesmal mit 
inkomplettem Freunds Adjuvant (IFA, beste-
hend aus Mineralölen) vorgenommen. Dieses 
Protokoll wurde im zweiten Ansatz (ii.) mit 
zusätzlicher, subkutaner Injektion von 
Schmerzmittel (Carprofen, 5 mg/kg Körperge-
wicht, 1/d) im kritischen Zeitraum (3 Tage und 
1 Tag nach CFA resp. IFA) durchgeführt, mit 
dem Ziel, die zu erwartende, erheblich belas-
tende Symptomatik zu mildern. Im dritten Pro-
tokoll (iii.) wurde eine alternative Immunisie-
rungsstrategie angewendet indem lebendes 
BHV-1 intraperitoneal injiziert wurde. In einer 
früheren Studie [202] wurde gezeigt, dass die 
intraperitoneale Infektion von BHV-1 in Mäu-
sen, bei denen das Interferon Typ 1 System 
ausgeschaltet ist (Stamm A129), zu Virusrepli-
kation und IgG2a-dominierter Antikörperant-
wort führt. Da die Tiere nach der Infektion kei-
ne offensichtlichen Anzeichen von Krankheit 
oder Belastung zeigten, schien die Immunisie-
rung mit Lebendvirus geeignet für den direkten 
Vergleich mit der Wirkung von Freunds Adju-
vant.  
Ausmass und Dauer der Nebenwirkungen 
bei Immunisierung 
 
Ergebnisse und Schlussfolgerung 
Um den Erfolg der Immunisierung zu überprü-
fen wurden BHV-1 spezifische Antikörper-Titer 
mit IgG-Subklassen-spezifischem ELISA im ve-
nösen Blut zu den Zeitpunkten 2 und 6 Wochen 
nach Beginn der Immunisierung gemessen. 
Damit konnte eine IgG2a-dominierte Immun-
antwort in allen drei Protokollen bereits nach 2 
Wochen bestätigt werden.  
Die pathologische Untersuchung der Bauchhöh-
le und der Bauchorgane ergab keine makrosko-
pisch erkennbaren Veränderungen. Bei der 
histologischen Untersuchung von Leber, Netz, 
Bauchwand und Darm wurden 3 Tage nach 
Injektion von CFA entzündliche Infiltrate, be-
stehend vorwiegend aus neutrophilen Granulo-
zyen, sowie fokale Nekrosen gefunden. Vier 
Wochen später, entsprechend 3 Tage nach 
Injektion von IFA, waren die Entzündungszei-
chen ausgedehnter und bestanden aus Lym-
phozyten, Histiozyten und Riesenzellen vom 
Fremdkörpertyp. Im Gegensatz dazu waren 
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nach der Infektion mit Lebendvirus keine histo-
logischen Veränderungen zu finden.  
Bei der täglichen klinische Untersuchung, be-
stehend aus der eingehenden Begutachtung 
von äusserer Erscheinung, Körperhaltung, spon-
tanem und provoziertem Bewegungsverhalten 
waren keine Abweichungen bei den Tieren 
festzustellen. Auch der Körpergewichtsverlauf 
und die tägliche Futter und Wasseraufnahme 
zeigten abgesehen von reduzierter Flüssigkeits-
aufnahme nach Injektion von CFA keine signifi-
kanten Veränderungen. Todesfälle aufgrund 
Immunisierung traten nicht auf.  
Die telemetrischen Aufzeichnungen ergaben 
signifikante Abweichungen des Herzrhythmus: 
Erhöhung der Herzfrequenz mit gleichzeitiger 
Erniedrigung des Interbeat Intervals sowie mar-
kante Erniedrigung der SDNN. Diese Abwei-
chungen waren für 1-2 Tage nach Erst- und 
Wiederholungsinjektion von Freunds Adjuvant 
nachweisbar.  
Die Körperinnentemperatur war nach Injektion 
von CFA, in dem Bakterienanteile enthalten 
sind, erhöht, was entsprechend den seit langem 
bekannten Modellen von intraperitonealer LPS-
Stimulierung erwartet werden konnte. Dadurch 
erklärt sich auch, dass nach Injektion von IFA, 
das nur aus Mineralölen besteht, die Körperin-
nentemperatur erniedrigt war. Die signifikanten 
Abweichungen der Körperinnentemperatur 
waren bis zu 3 Tagen nach der Injektion von 
Freunds Adjuvant nachweisbar. Hypothermie ist 
bei der Maus nach Infektion mit Viren beschrie-
ben [168], wurde jedoch nach Infektion mit 
lebendem BHV-1 nicht nachgewiesen, die Kör-
pertemperatur blieb bei dieser Immunisie-
rungsmethode im Normalbereich.  
Die lokomotorische Aktivität war nur am ersten 
Tag nach Injektion von Freunds Adjuvant er-
niedrigt, wobei die Werte vor allem während 
der Dunkelphase signifikant waren.  
Zusammengefasst konnten mit den bisher ge-
bräuchlichen, einfachen Methoden wie tägliche 
Begutachtung, Körpergewichtsveränderungen, 
Futter- und Wasseraufnahme keine Hinweise 
auf Belastung detektiert werden. Nur die per-
manenten, telemetrischen Messungen konnten 
Ausmass und Zeitdauer der Belastung aufzei-
gen. Sie werden durch die histologische Evalua-
tion der lokalen Nebenwirkungen untermauert.  
Die Behandlung der Tiere mit dem (entzün-
dungshemmenden) Schmerzmittel Carprofen 
hat zwar die erwünschte Immunantwort nicht 
behindert, es konnte aber auch die durch 
Freunds Adjuvant verursachten Veränderungen, 
die auf Schmerzen und Belastung hin weisen, 
nicht wesentlich beeinflussen. Der Ansatz, die 
Belastung durch Analgetika zu vermindern ist 
somit nicht gelungen, möglicherweise wurde 
aber in unserer Studie nicht das am besten 
geeignete Schmerzmittel oder eine ungenügen-
de Dosierung eingesetzt.  
Da die Immunisierung mit Lebendvirus keine 
Abweichungen induzierte, ist zu schlussfolgern, 
dass die erwünschte Immunantwort ohne sys-
temische und lokale Nebenwirkungen erreicht 
werden kann. Eine erfolgreiche Immunisierung 
muss also nicht zwangsläufig Einfluss auf das 
Wohlbefinden und die Gesundheit der Tiere 
haben.  
Unerwartet milde Symptomatik nach 
Freunds Adjuvant  
 
Diskussion 
Mit den Resultaten konnten die zuletzt vor 
etwa zehn Jahren berichteten, schweren Ne-
benwirkungen von Freunds Adjuvant (Krank-
heit, Todesfälle) nicht reproduziert werden. Das 
kann verschiedene Gründe haben.  
So wird Freunds Adjuvant zwar von allen Her-
stellern in der allgemein üblichen Zusammen-
setzung aus Mineralölen und Bakterienbestand-
teilen produziert, die Herkunft und Eigenschaf-
ten der Bakterienanteile ist jedoch häufig un-
terschiedlich und nicht im Detail auf der Pro-
duktbeschreibung ausgewiesen. In den älteren 
Studien (aus den 1990er Jahren), in denen 
schwere Nebenwirkungen dokumentiert sind, 
wurden Adjuvantien von anderen Herstellern 
verwendet, als in der vorliegenden Untersu-
chung.  
Darüber hinaus haben sich die Raffinerie-
Prozesse für Mineralöle, wie sie auch in Freunds 
Adjuvant enthalten sind, im Laufe der Jahre 
stark verändert. Die höhere Reinheit der heute 
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eingesetzten Mineralöle kann somit zumindest 
teilweise die Ursache der milderen Symptome 
sein.  
Weiterhin wurde in der vorliegenden Studie 
unter optimierten Hygienebedingungen gear-
beitet. Die Tiere wurden unter SPF-
Bedingungen gezüchtet und während des Ver-
suchs gehalten, was durch intensives Gesund-
heitsmonitoring kontrolliert wurde. Die injizier-
ten Substanzen waren steril und der gesamte 
Versuch wurde unter aseptischen Bedingungen 
durchgeführt (Laminar flow Werkbank, autokla-
viertes Material, sterile Instrumente usw.). Eine 
Kontamination durch spezifische oder ubiquitä-
re Keime konnte damit weitgehend ausge-
schlossen werden.  
Eine weitere Erklärung für die milden Sympto-
me könnte das niedrige Injektionsvolumen von 
50 Mikroliter Freunds Adjuvants sein. In den 
früheren Studien wurden 100-250 Mikroliter 
Freunds Adjuvants intraperitoneal – teilweise 
bis zu vier Mal – injiziert. Eine Reduktion des 
Injektionsvolumens auf 50 Mikroliter Freunds 
Adjuvans, wie in der vorliegenden Untersu-
chung, führte bereits in der einzigen, in jünge-
rer Vergangenheit publizierten Untersuchung, 
zu geringen Nebenwirkungen [135].  
Ob und in welchem Umfang die einzelnen Fak-
toren für die unerwartet milde Symptomatik 
verantwortlich sind wäre in gezielten Untersu-
chungen zu klären. Die strenge Reglementie-
rung von Freunds Adjuvant – ob intraperitoneal 
oder subkutan verabreicht – ist aufgrund der 
neueren Erkenntnisse zu hinterfragen. 
Konzept zur Einschätzung der Belastung 
bei Immunisierung  
 
Ausblick 
Der Vergleich der drei Immunisierungs-
Protokolle mit systematischen Untersuchungen 
und telemetrischen Messungen über längere 
Zeiträume ist ein Konzept, das die Nebenwir-
kungen von Immunisierung bei Tieren, sei es 
zur Impfstofftestung oder Antikörpergewin-
nung, in Ausmass und Zeitrahmen detailliert 
erfasst.  
Bedenkt man die hohen Tierzahlen, die jährlich 
für diese Zwecke eingesetzt werden und die 
Vielzahl von neuen Impfverfahren, die laufend 
publiziert werden, wäre die genaue Erfassung 
der - bisher kaum beachteten - Impfnebenwir-
kungen ein Schritt in Richtung Belastungsmin-
derung.  
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Zusammenfassung, vergleichende Beurteilung und 
Schlussfolgerungen 
 
Ziel der Untersuchungen 
Beeinträchtigungen des Wohlbefindens sind bei 
Labormäusen verursacht durch Haltung und 
Versuche. Gering- und mittelgradige Belastung 
wird dabei kaum erkannt, da die Maus als Beu-
tetier Gesundheitsbeeinträchtigungen zu ver-
bergen sucht um die Aufmerksamkeit ihrer 
Feinde nicht auf sich zu lenken. Die bekannten 
Symptome wie eingefallene Flanken, Buckel, 
Piloerektion, unnatürliche Bewegungen und 
Körperhaltungen, Selbstverstümmelung, 
Krämpfe oder Zittern beziehen sich auf schwere 
Beeinträchtigungen aufgrund von tiefgreifen-
den Eingriffen oder auf einen Zustand, der eher 
als moribund bezeichnet werden kann. Dies gilt 
auch für die Beurteilung des allgemeinen Ver-
haltens, insbesondere sind nur im Falle starker 
Beeinträchtigung bei der üblichen, kurzen In-
spektion Apathie oder ähnliche Verhaltensän-
derungen zu beobachten. Andere klinische 
Anzeichen, wie Körpergewichtsverlauf und 
Futteraufnahme, die retrospektiv auf Belastung 
hinweisen, sind nur bei erheblicher und/oder 
lang dauernder Belastung deutlich verändert.  
Ziel der vorliegenden Untersuchungen war es, 
gering- und mittelgradige Belastung während 
verschiedenen Routineprozeduren bei Labor-
mäusen in Haltung und Versuch zu erkennen 
und einzuschätzen. Dazu wurden physiologi-
sche Parameter und lokomotorische Aktivität 
über mehrere Tage in Echtzeit unter standardi-
sierten Bedingungen mit Telemetrie aufge-
zeichnet. Die artifizielle Beeinflussung der Wer-
te durch die Messprozedur oder die Anwesen-
heit des Menschen ist damit ausgeschlossen.  
Dadurch ist die Aussagekraft von Parametern 
wie Herzfrequenz, Herzfrequenzvariabilität, 
Körperinnentemperatur und lokomotorischer 
Aktivität nicht auf einen bestimmten, absoluten 
Wert, der zu einem einzelnen Zeitpunkt gemes-
sen wurde, begrenzt, sondern zeigt die Verän-
derung aufgrund von Mechanismen der Stress-
bewältigung, insbesondere der Aktivierung des 
sympathischen Nervensystems. Die Verände-
rung der Werte über die Zeit gibt somit Hinwei-
se, wie ein Tier auf einen Stressor reagiert und 
mit einer langfristig herausfordernden Situation 
umgeht (coping) oder - in anderen Worten - 
wie stark Allostatis gefordert ist. Es wird damit 
ein Modell zur Belastungseinschätzung vorge-
stellt, das die Reaktion auf Stressoren in Echt-
zeit abbilden kann und damit sowohl Ausmass 
als auch Dauer der Belastung darstellen kann.  
Methoden und Ergebnisse 
Haltungsbedingungen von männlichen 
Mäusen 
Mit den ersten Aufzeichnungen (Anhang 1 und 
2) wurden Einzelhaltung und indirekter Sozial-
kontakt durch ein Trenngitter (sensorischer 
Kontakt) bei ausgewachsenen männlichen 
Mäusen beurteilt. Die Herzfrequenz wies auf 
geringe, chronische Belastung bei Einzelhaltung 
hin, die dem indirekten Sozialkontakt zwischen 
Männchen und Weibchen ähnlich war. Dage-
gen hat indirekter Sozialkontakt zwischen 
männlichen Mäusen zu einer erheblichen Belas-
tung geführt, an die sich die Tiere auch nach 10 
Tagen nicht anpassen konnten. Die Verände-
rungen der Herzfrequenz wurden durch die 
erhöhte Körperinnentemperatur bestätigt. Die 
lokomotorische Aktivität zeigte, dass die Ver-
änderungen von Herzfrequenz und Körperin-
nentemperatur nicht durch physische Betäti-
gung zustande kamen, sondern auf die Aktivie-
rung des sympathischen Nervensystems hinwie-
sen. Dagegen wurde ungestörter zirkadianer 
Rhythmus mit ausgeglichenen Werten bei der 
Haltung in kompatiblen Paarungen (Männchen 
mit Weibchen) gefunden.  
Probennahme für Genotypisierung 
In den weiteren Studien (Anhang 3 und 4) wur-
de die Belastung durch Biopsien, wie sie für die 
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Genotypisierung mittels PCR erforderlich sind, 
evaluiert. Die Charakterisierung von einfachen 
Anaesthesiemethoden, wie dem unkontrollier-
ten Verdampfen von Aether oder Methoxyfluran 
in einem Gefäss (sogen. Topf) zeigte, dass zu-
mindest diese Kurzzeit-Anaesthesien nicht für 
eine Reduktion der Belastung bei einer 
Schwanzbiopsie geeignet sind. Der Vergleich 
verschiedener Biopsiemethoden (Entfernen der 
Schwanzspitze, Ohrlochung, Entnahme von 
Speichel, Rektumepithel, Haaren) zeigte, dass 
die Veränderungen von Herzfrequenz, Körpe-
rinnentemperatur und lokomotorischer Aktivität 
nur für 1-2 Stunden nach der Probennahme 
bestehen und auch keine Veränderung von 
Körpergewicht, Futter- und Wasseraufnahme 
ausgelöst wird. Damit sind die Abweichungen 
identisch mit denen, die durch eine Ohrmarkie-
rung oder die einfache Fixierung der Maus im 
Zwangsgriff verursacht werden. Aus dem Ver-
gleich der Zuverlässigkeit der Genotypisierung, 
d.h. der PCR-Ergebnisse, und der Praktikabilität 
stellten sich das Gewebe der Ohrmuschel und 
die Schwanzspitze als die optimalen Methoden 
für grosse Probenserien heraus. Für kleinere 
Probenserien und Kontrolluntersuchungen sind 
Haarproben geeignet.  
Post-operative Schmerzen nach Laparo-
tomie 
Im fünften Projekt (Anhang 5) wurden telemet-
rische Messungen bei post-operative Schmer-
zen nach Laparotomie durchgeführt. Die erhöh-
te Herzfrequenz wurde durch erniedrigte Werte 
der Herzfrequenzvariabilität bestätigt, die wäh-
rend 24 Stunden nach dem chirurgischen Ein-
griff nachweisbar waren. Diese Abweichungen 
wurden durch Behandlung mit Schmerzmitteln 
(Carprofen oder Flunixin, 5 mg/kg, 2/d) verhin-
dert, ebenso wie die verminderte Futterauf-
nahme und Abnahme des Körpergewichtes, die 
bei post-operativen Schmerzen gefunden wur-
de. Das Unterlassen der Schmerzbehandlung 
nach chirurgischem Eingriff führte auch zu Ver-
änderungen des Verhaltens, die anhand des 
zerstörten Nestes und unstrukturierten Käfig-
areals verifiziert werden konnten. Herzfrequenz 
und Herzfrequenzvariabilität waren für post-
operative Schmerzen evident und weisen auf 
Aktivierung des sympathischen Nervensystems 
hin.  
Belastung bei Immunisierung 
Im sechsten Projekt (Anhang 6) wurde die Be-
lastung bei Immunisierung zur Gewinnung von 
polyklonalen Antikörpern evaluiert. Dabei wur-
de ein herkömliches, aufgrund von offensichtli-
chen Symptomen als stark belastend bekanntes 
Protokoll (intraperitoneale Injektion von inakti-
viertem Virus in Freunds Adjuvant) sowohl ohne 
als auch mit einer zusätzlichen Schmerztherapie 
durchgeführt. Diese Prozeduren wurden mit 
einem neuen, alternativen Protokoll verglichen, 
bei dem eine intraperitoneale Infektion mit 
Lebendvirus vorgenommen wurde. Die Immun-
antwort auf das Modell-Antigen, bovines Her-
pesvirus-1, war in allen Protokollen zufrieden-
stellend. Bei der Immunisierung mit inaktivier-
tem Virus in Freunds Adjuvant zeigten sich bis 
zu drei Tage andauernde, deutliche Abwei-
chungen bei allen telemetrisch gemessenen 
Parametern die durch Schmerzbehandlung nicht 
wesentlich beeinflussbar waren. Die telemetri-
schen Veränderungen konnten durch die star-
ken lokalen Entzündungsreaktionen, die bei 
den histologischen Untersuchungen nachge-
wiesen wurden, bestätigt werden. Dagegen 
zeigten Körpergewichtsverlauf und Futter- und 
Wasserverzehr keine eindeutigen Abweichun-
gen. Im Gegensatz dazu waren nach Infektion 
mit Lebendvirus keinerlei Veränderungen der 
Parameter zu finden, die auf Belastung hinwie-
sen.  
Interpretation und Schlussfolge-
rung 
In allen Projekten wurden bei der allgemein 
üblichen, täglichen, genauen Beobachtung der 
Tiere und ihres spontanen Verhaltens keine 
Symptome gefunden, die auf Krankheiten oder 
Belastung hin weisen. Leicht reduzierter Kör-
pergewichtsverlauf und Futterverzehr sowie 
unstrukturiertes Käfigareal und Zerstörung des 
Nestes konnten nach chirurgischem Eingriff auf 
Schmerzen hindeuten. Post mortem durchge-
führte histologische Untersuchungen unterstri-
chen die telemetrischen Ergebnisse nach intra-
peritonealer Injektion von Freunds Adjuvant. 
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Die genannten Befunde können zwar die Er-
gebnisse der telemetrischen Messungen unter-
mauern, sie können jedoch keine genaue Aus-
sage zum Zeitverlauf geben, wie sie bei Echt-
zeitmessungen möglich ist.  
Interpretiert man die Ergebnisse auf der Basis 
des Konzeptes von Allostasis und dem umge-
kehrt-U-förmigen Verlauf von Wohlbefinden, so 
ist zu schliessen, dass Biopsien, mit den nur 
sehr kurz dauernden Veränderungen, keine 
Beeinträchtigung des Wohlbefindens verursa-
chen. Die leichte, aber chronische Abweichung 
bei Einzelhaltung und Trenngitterhaltung von 
Männchen mit Weibchen kann noch im akzep-
tablen Bereich sein. Im Gegensatz dazu ist die 
enorm starke und lang dauernde Abweichung 
bei sensorischem Kontakt von erwachsenen, 
männlichen Mäusen als starke Belastung einzu-
stufen, die nicht in diesem Ausmass erwartet 
worden war.  
Die Schmerzen nach Laparotomie sind mit 24 
Stunden von kürzerer Dauer als allgemein an-
genommen, die signifikante Erhöhung der Wer-
te entspricht dem erwarteten Ausmass und 
konnte durch den Erfolg der Schmerzbehand-
lung bestätigt werden. Das Fehlen von offen-
sichtlichen Krankheitsbefunden nach intraperi-
tonealer Injektion von Freunds Adjuvant wurde 
nicht erwartet, die bis zu 3 Tage andauernden, 
deutlichen Veränderungen von physiologischen 
Werten zeigen jedoch eine mittelgradige Belas-
tung an. Diese ist aber nach unserer Ansicht im 
Nachhinein nicht, wie prospektiv angenommen, 
als Schweregrad 3 einzustufen.  
Insgesamt ergaben von den gemessenen Para-
metern die Herzfrequenz in Kombination mit 
der Herzfrequenzvariabilität (Interbeat interval, 
SDNN) die aussagekräftigsten Ergebnisse. Diese 
Parameter stehen in Verbindung zur SAM-
Achse und damit zum sympathischen Nerven-
system und dessen Reaktion auf Stressoren. Um 
den Verlauf dieser Werte den spezifischen 
Stressoren zuschreiben zu können, müssen 
streng standardisierte Bedingungen und der 
Ausschluss äusserer Faktoren gewährleistet 
sein. Für die Interpretation der Ergebnisse von 
Herzfrequenz und Herzfrequenzvariabilität soll-
te die lokomotorische Aktivität berücksichtigt 
werden, da die Herzfrequenz durch physische 
Betätigung beeinflusst werden kann. Die loko-
motorische Aktivität ist darüber hinaus zum 
Nachweis von Apathie hilfreich. Die Körperin-
nentemperatur ergibt zuverlässige Daten, die 
bei inflammatorischen Reaktionen oder Infekti-
onen einfach zu interpretieren sind.  
Unter den beschriebenen, standardisierten Be-
dingungen sind die Untersuchungsmethoden 
geeignet, die Belastung von Labormäusen in 
Haltung, Zucht und Versuchen differenziert und 
genau zu beurteilen.  
Ausblick 
Das Telemetrie-System wird zukünftig sowohl 
mit dem bisher häufiger benutzten Sender-Typ 
TA10ETA-F20 (Herzfrequenz, EKG, Körpertem-
peratur, Aktivität) als auch mit Sendern, die 
arteriellen Blutdruck messen, eingesetzt. Es 
werden derzeit mehrere Projekte durchgeführt, 
wobei die Schwerpunkte Physiologie und La-
bortierkunde sind. Im Gebiet Labortierkunde 
geht es bei den telemetrischen Messungen vor 
allem um die Charakterisierung und Optimie-
rung von Anaesthesiemethoden bei Mäusen.  
Die zukünftigen Projekte zur Belastungsein-
schätzung bauen auf den Veränderungen auf, 
die nach Laparotomie gefunden wurden. Die 
natürlichen Verhalten von Nestbau und Tunnel-
bau/Höhlengraben sollen mit infrarotsensitiven 
Kameras aufgezeichnet und genauer analysiert 
werden. Diese und ähnliche, wahrscheinlich 
essentielle, Verhaltensmuster sollen mit den 
bisherigen Ergebnissen korreliert werden. Die 
Validierung derartigen Verhaltens soll Hinweise 
auf Schmerzen oder Belastung geben. Daraus 
könnten sich scores entwickeln lassen, die in 
Datenerfassungsblättern verwendet werden 
können. Eine standardisierte Beurteilung von 
Nestbau und ähnlichen Verhalten kann im 
Heimkäfig und somit unter Routinebedingun-
gen, mit relativ wenig Aufwand an Zeit und 
Ausrüstung durchgeführt werden. Diese Form 
der Diagnostik von Schmerzen oder Belastung 
wäre dann für Forschende im Alltag praktikabel 
und könnte für die Tiere ein Schritt in Richtung 
Refinement und Belastungsminderung sein. 
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